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populations IgM/CD45 (B) pour les cellules de moelle osseuse 
normaux R2 (i et ii), R3 (iii et iv) et apoptotiques RI (v et vi), non­
infectées (i, iii et v) ou infectés par le CUX-l (ii, iv et vi). 
Figure 44 : Pourcentages des différentes sous-populations IgM/CD45 pour les 
cellules de moelle osseuse témoins et infectés par le virus CUX-l dans 
les régions (RI) (a), (R2) (b) et (R3) (c). 
Figure 45 : Analyse FSC/SSC (A) des cellules de moelle osseuse de poussins SPF 
7jrs après 72hrs d'infection in vitro avec les virus CUX-l (ii) et ClA-l 
(iii) comparées aux cellules non-infectées (i) et pourcentages des 
cellules TUNEL positives dans la région sélectiormée (B). 
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Figure 46 : Pourcentages des cellules de moelle osseuse TUNEL+ de poussins 
SPF 7jrs après 72hrs d'infection in vitro avec les virus CUX-l et CIA­
l comparés aux cellules non-infectées. 
Figure 47 : Analyse FSC/SSC (A) des cellules de moelle osseuse de poussins SPF 
7jrs après 72hrs d'infection in vitro avec les virus CUX-l (ii) et CLA-l 
(iii) comparés à des cellules non-infectées (i), et analyse 
multiparamétrique des populations ANNEXIN V/Iodure de 
Propidium (B) pour les cellules des régions R2 (i, ii et iii) et RI (iv, v 
et vi) en provenance de cellules non-infectées (i et iv), ou infectées 
avec les virus CUX-l (ii et v) et CLA-l (iii et vi). 
Figure 48 : Pourcentages des différentes sous-populations ANNEXIN V/Iodure de 
Propidium pour les cellules de moelle osseuse non-infectées et 
infectées par les virus CUX-l et CLA-l dans les régions RI (a) et R2 
(b). 
Figure 49 : Analyse FSC/SSe (A) des cellules non-infectées (i) et infectées par les 
souches CUX-l (ii) et CIA-l (iii), et analyse phénotypique des 
différentes sous populations IgM/Ia (B) pour les cellules de moelle 
osseuse normales R2 (i, ii et iii) et apoptotiques RI (iv, v et vi), non­
infectées (i et iv) ou infectés par les virus eUX-l (ii et v) ou CLA-l (iii 
et vi). 
Figure 50 : Pourcentages des différentes sous-populations IgM/Ia pour les cellules 
de moelle osseuse non-infectées et infectées par les virus CUX-l ou le 
eLA-l, dans les régions RI (a) et R2 (b). 
Figure 51 : Analyse FSC/SSC (A) des cellules non-infectées (i) et infectées par les 
souches CUX-l (ii) et CIA-l (iii), et analyse phénotypique des 
différentes sous populations IgM/CD45 (B) pour les cellules de moelle 
osseuse normales R2 (i, ii et iii) et apoptotiques RI (iv, v et vi), non­
infectées (i et iv) ou infectés par les virus CUX-l (ii et v) ou CLA-l (iii 
et vi). 
Figure 52 : Pourcentages des différentes sous-populations IgM/CD45 pour les 
cellules de moelle osseuse non-infectées et infectés par les virus CUX­
1 ou CLA-l, dans les régions RI (a) et R2 (b). 
Figure 53 : Détection de l'ADN viral (protéine VP3) dans les sumageants 
provenant de cellules de moelle osseuse de poussins SPF ljr (A) et 
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7jrs (B), incubées 24heures avec le surnageant contrôle (MDCC), la 
souche CUX-1 et la souche CIA-l, lavées à deux reprises avec du 
RPMI (SVF 20%) et réincubées pour une période de 48heures. Les 
surnageants ont alors été congelés à -80C jusqu'à l'extraction de 
l'ADN. Résultats représentatifs de trois expériences similaires. 
Figure 54 :	 Analyse FSC/SSC (A) des cellules de moelle osseuse de poussins 
commerciaux d'un jour non-stimulées après 72 heures d'infection in 
vitro avec les virus CUX-1 (ii) et CIA-1 (iii) et intensité de la 
fluorescence (B) des cellules ayant phagocyté 1 bille (Ml), 2 billes 
(M2) et 3 billes et plus (M3) provenant de la région R1 (i, ii et iii) et 
de la région R2 (iv, v et vi) contrôles (i et iv), infectées par les virus 
CUX-1 (ii et v) ou CIA-1 (iii et vi). 
Figure 55 :	 Analyse FSC/SSC (A) des cellules de moelle osseuse de poussins 
commerciaux d'un jour stimulées avec du LPS après 72 heures 
d'infection in vitro avec les virus CUX-1 (ii) et CIA-l (iii) et intensité 
de la fluorescence (B) des cellules ayant phagocyté 1 bille (Ml), 2 
billes (M2) et 3 billes et plus (M3) provenant de la région RI (i, ii et 
iii) et de la région R2 (iv, v et vi) contrôles (i et iv), infectées par les 
virus CUX-1 (ii et v) ou CIA-l (iii et vi). 
Figure 56 :	 Pourcentages des cellules ayant phagocyté une bille (M 1), deux billes 
(M2) et trois billes et plus (M3) ayant été stimulées ou non avec du 
LPS et infectées avec les virus CIA-1 ou CUX-1 et comparées au 
contrôle. 
Figure 57 :	 Stimulation blastique en des thymocytes de poussins SPF d'un jour en 
culture, non-infectés et infectés avec les virus CIA-1 ou le CUX-1 en 
absence (A) ou en présence de 30~g/ml de ConA (B). 
Figure 58 :	 Stimulation blastique des lymphocytes de rate de poussins SPF de 
7jours en culture non-infectés et infectés avec les virus CIA-1 ou le 
CUX-l en absence (A) ou en présence de 30~g/ml de ConA (B). 
Figure 59 :	 Quantité de l'INF-y aviaire produite par des thymocytes de poussins 
SPF 1 et 7 jrs après 72heures d'infection avec les virus CIA-1 ou 
CUX-1. 
Figure 60 :	 Quantité d'INF-y aviaire produite par des lymphocytes de rate de 
poussins SPF 1 et 7 jrs après 24heures d'infection avec les virus CIA-1 
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Le virus de l'anémie aviaire (CAV) est un virus à ADN simple brin de la 
famille des Circoviridae qui cause une immunodéficience ainsi qu'une anémie et des 
hémorragies chez les poulets. Ce virus cause un débalancement chez les populations 
lymphocytaires affectées telles que les cellules T CD8+ (principalement), CD4+, les 
macrophages, les lymphocytes B ainsi que les cellules précurseurs des lymphocytes T 
et les hémocytoblastes (hématopoïétiques). Le CAV entraîne également des 
dysfonctions immunitaires qui se manifestent par une diminution de la phagocytose 
chez les macrophages et par la modification de la sécrétion de certaines cytokines 
comme l'augmentation de l'INFy et la diminution du TCGF, de l'IL-l et de l'IL-6. 
L'objectif de cette recherche était de démontrer que le CAV peut affecter in vitro les 
populations lymphocytaires principalement les cellules précurseurs des lymphocytes 
T. Nous avons également voulu observer si les diminutions des populations 
lymphocytaires suite à l'apoptose étaient causées par le CAV. Ainsi, des cellules 
provenant d'organes lymphoïdes (moelle osseuse, thymus et rate) ont été infectées in 
vitro par deux souches de CAV soit la souche pathogène CUX-1 et la souche atténuée 
CIA-l et leur phénotype analysé par des double-immunomarquages (CD4, CD8, 
TCR, CD3, CD45, IgM). Aussi, les capacités fonctionnelles de lymphocytes de la 
rate et du thymus infectés ont été évaluées par la transformation blastique en présence 
de ConA. La phagocytose des macrophages de moelle osseuse infectés a été vérifiée à 
l'aide de billes fluorescentes et la sécrétion de cytokines a été quantifiée par des tests 
ELISA. L' apoptose des cellules a été mesurée par des tests TUNEL et ANNEXIN 
V/IP. La présence de l'ADN viral codant pour l' apoptine VP3 a été détectée par PCR. 
Cette étude a été effectuée chez des cellules provenant de poussins à 1 et 7 jours post­
éclosion afin de déterminer si la maturation lymphocytaire durant les premiers jours 
post-éclosion avait un impact sur la défense contre le CAYo Nos résultats ont montré 
que la différence de pathogénicité des deux souches du CAV était reliée au niveau de 
l'apoptose précoce et tardive des cellules myéloïdes en culture et des thymocytes 
induite par l'infection virale. Aussi, nous avons observé que les cellules précurseures, 
qui étaient les plus affectées par ces virus, ne possédaient pas le TCR-yD mais 
exprimaient fortement au moins les marqueurs CD3 et CD8. Nous avons également 
constaté des baisses fonctionnelles des thymocytes surtout avec la souche pathogène 
CUX-l. Les lymphocytes spléniques CD8+ étaient aussi affectés par l'infection 
virale. Par contre, les capacités phagocytaires des macrophages myéloïdes étaient 
augmentées en présence des virus. Les effets des virus étaient plus évidents chez les 
poussins de 7jrs d'âge ou commerciaux d'un jour. Les cellules TCR-yD et les 
lymphocytes B n'étaient pas affectées par les infections virales. Les conséquences de 
l'infection virale et de l'apoptose induite par le virus sur l'efficacité de la réponse 
immune chez le jeune poussin dépendent autant de la souche virale que de la nature 
de ou des sous-populations de cellules-cibles lymphoïdes ou myéloblastiques et du 
niveau de maturité immunologique du poussin. 
INTRODUCTION 
Le virus de l'anémie aviaire (CAV) a été identifié au Japon, en 1979, suite à 
l'apparition de mortalités chez les poulets ayant présenté des symptômes tels que 
l'anémie, la lymphopénie, des hémorragies dans différents tissus ainsi que des lésions 
hépatiques (Yuasa et al. 1979; McNulty 1991). Cette maladie a été observée 
principalement chez les jeunes poussins en développement Uusqu'à 10 jours après 
l'éclosion) entraînant une immunodéficience et réduisant ainsi les défenses de 
l'organisme face à des infections par d'autres pathogènes (McNulty 1991). 
Le CAV a un diamètre de 25 nm et contient dans sa capside icosaédrique un 
ADN circulaire simple brin de 2,3 Kb (Todd et al. 1990). Il appartient à la famille des 
Circoviridae et au genre Gyrovirus (Todd 2000). Cependant, la nature de la cellule­
cible du CAV n'est pas très bien connue. Il semble que ce virus puisse infecter les 
hémocytoblastes de la moëlle osseuse qui sont les cellules précurseures des 
érythrocytes, des granulocytes et des thrombocytes (Smyth et al. 1993) ce qui se 
traduit par W1e anémie et W1e diminution du nombre de leucocytes en circulation 
(Taniguchi et al. 1982; 1983). Le virus entraîne aussi la destruction des cellules 
myéloides de la moëlle osseuse qui sont responsables de la lignée 
monocytaire/macrophagique, ce qui a pour effet d'affecter les fonctions des 
macrophages (McConnell et al. 1993a). Le virus infecte également les cellules 
précurseurs des lymphocytes T du cortex thymique (Adair et al. 1993) ce qui entraîne 
l'atrophie du thymus. Par contre, les cellules B et leurs précurseurs ne sont pas 
susceptibles à l'infection puisque la diminution des lymphocytes B demeure faible 
comparativement à celle des lymphocytes T du cortex thymique (Taniguchi et al. 
1983; Jeurissen et al. 1989). 
Le CAV entraîne in vivo des dérèglements dans les processus immunitaires, 
tel que démontré par l'infection in vivo de poussins où la capacité de réponse 
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blastogénique des lymphocytes de la rate à des mitogènes ainsi que la production 
d'interleukines (IL) étaient diminuées (Adair et al. 1991; Otaki et al. 1988). Cette 
infection cause également in vivo une diminution de la production de l'IL-1 par les 
macrophages de rate ainsi qu'une réduction de l'expression du récepteur Fc à leur 
surface, de la phagocytose et de l'activité microbicide (McCollilell et al. 1993a; 
McCollilell et al. 1993b). 
Très peu d'informations sont disponibles sur les mécanismes par lesquels le 
CAV induit l'immunodéficience chez le poussins. Les cOllilaissances sur la nature des 
cellules-cibles et les déséquilibres immunitaires découlent des études réalisées chez 
des poussins malades ou infectés expérimentalement. Comme plusieurs facteurs 
peuvent influencer l'évolution d'une infection virale in vivo, il est nécessaire de 
développer un modèle in vitro d'infection afin de différencier les effets 
immunosuppressifs induits directement par la réplication virale dans des cellules­
cibles présumées et les effets indirects résultant de déséquilibres fonctiollilels des 
cellules infectées. Ainsi, il est possible que l'infection de cellules myéloïdes et 
thymiques précurseures entraîne soit la mort par apoptose de ces cellules privant ainsi 
l'oiseau de sa capacité à générer des cellules lymphocytaires matures ou soit une 
infection virale abortive pouvant entraîner une diminution des facteurs de croissance 
essentiels à la maturation des lymphocytes. 
La susceptibilité des cellules myéloïdes et lymphocytaires à l'infection par le 
CAV pourrait expliquer l'état d'immunodéficience des poussins et leur plus grande 
susceptibilité à des infections virales et bactérielliles, ce qui entraîne des pertes 
économiques autant chez les poules pondeuses que chez le poulet de chair (McIlroy et 
al. 1992). Le CAV, de par son éventail d'effets potentiels sur le système 
immunitaire, devient un modèle d'étude original pour la compréhension des 
interactions entre la réplication virale dans les cellules cibles et l' apoptose 
subséquente et les mécanismes de défense de l'hôte (Adair 2000). 
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Dans le cadre de ce travail de recherche, nous avons voulu vérifier la 
pennissivité in vitro des sous-populations lymphocytaires provenant de différents 
organes lymphoïdes de jeunes poussins afin de détenniner les mécanismes 
responsables des désordres cellulaires, tels qu'observés in vivo. Grâce à cette 
approche in vitro, il a été possible d'identifier des anomalies fonctionnelles et 
cellulaires causées par l'infection virale favorisant une immunodéficience chez les 
poulets. Un accent particulier a été mis sur l'induction d'apoptose, sous le contrôle de 





1.1 La famille des Circoviridae 
La famille des Circoviridae inclut trois membres, dont le CAV (Yuasa et al. 
1979), le circovirus porcin (PCV) (Tischer et al. 1982) et le circovirus des psittacidés 
et les oiseaux à plumes (PBFDV : Psittacine Beak Feather Disease Virus) (Pass et 
Perry 1984). Les circovirus possèdent certaines caractéristiques biophysiques et 
biochimiques communes qui leur donnent la propriété d'avoir une très forte résistance 
à la dégradation par l'environnement, ce qui a des répercussions évidentes au point 
de vue épidémiologique (Todd 2000). La détermination des séquences de nucléotides 
entre ces trois circovirus a montré une très faible homologie entre eux (Todd et al. 
1990). C'est en se basant sur ces différences moléculaires que le Congrès 
International de Virologie à Sydney, en 1999, a décrété que le CAV serait le seul 
membre d'un nouveau genre, le Gyrovirus, le différenciant des autres circovirus 
appartenant au genre Circovirus, quoique les deux genres continueraient à appartenir 
à la même famille des Circoviridae (Todd 2000). 
1.1.1 Le circovirus porcin 
Le circovirus porcin (PCV) a été isolé pour la première fois en Allemagne en 
1974, d'une lignée cellulaire de rein de porc (PKI5) qui était infectée de manière 
persistante (Tischer et al. 1982). Ce virus non-enveloppé de 17nm de diamètre 
contient un génome composé d'ADN circulaire simple brin (Hamel et al. 1998; 
Niagro et al. 1998). Il existe deux types de PCV, soit le circovirus porcin de type 1 
(PCV1) et de type 2 (PCV2). C'est le virus type 1 (PCV1) qui a été isolé de la lignée 
cellulaire PK15 (Dulac et Afshar 1989). Ce virus n'est pas considéré comme un 
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pathogène pour les porcs (Allan et al. 1995; Tischer et al. 1986). Par contre, le PCV2 
est considéré comme l'agent responsable du syndrome de dépérissement post-sevrage 
(SDPS), du syndrome de la dermatite néphrotique porcine, de tumeurs congénitales et 
de problèmes reproducteurs (Allan et al. 1998; Gresham et al. 2000; Meehan et al. 
2001; Rosell et al. 2000). Selon les études de Chen et al. (2002) certaines 
caractéristiques communes peuvent être détectées chez les porcs. Ainsi, les porcs 
affectés ont démontré une perte de poids, de la dyspnée et de la jaunisse. De plus, les 
lésions observées incluent la lymphadénopathie, les pneumonies interstitielles, 
l'hépatite et la néphrite interstitielle. Les lésions histopathologiques incluent 
l'infiltration macrophagique, la perte lymphocytaire, la formation d'un nombre 
variable de syncytiums dans les tissus lymphoïdes et la présence caractéristique des 
inclusions cytoplasmiques basophiliques chez les macrophages. Les deux types de 
virus possèdent deux régions majeures de lecture (Open Reading Frames: ORF), 
l'ORF1 et l'ORF2. L'ORF1 code pour la protéine associée à la réplication (Mankertz 
et al. 1998) tandis que l'ORF2 code pour les protéines structurales de la capside 
virale (Nawagitgul et al. 2000). Les séquences différant entre PCV 1 et PCV2 sont 
principalement situées dans l'ORF2 (Choi et al. 2002; Hamel et al. 1998; Mankertz et 
al. 1998). Aussi, le PCV2 peut se distinguer du PCV1 par des séquences dans son 
génome et son antigénicité (Allan et al. 1998; Gresham et al. 2000; Hamel et al. 
1998; Mahe et al. 2000). 
1.1.2 Le virus de la maladie du bec et des plumes 
Le PBFDV a été détecté pour la première fois vers 1974 chez des psittacidés 
du sud du pacifique (Pass et Perry 1984). Ce virus non-enveloppé icosaédrique d'un 
diamètre de 14-17nm, contient un ADN circulaire simple brin de 2.3Kb (Bassami et 
al. 2001; Niagro et al. 1998; Ritchie et al. 1989) . Ce virus cause chez ces oiseaux 
une dystroplùe symétrique et progressive des plumes ainsi qu'une déformation du bec 
(Ritchie et al. 1989; Pass et Perry 1984). La dystrophie des plumes est due à la 
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nécrose et à l'hyperplasie des cellules de l'épiderme (Pass et Perry 1984). Des 
examens histopathologiques ont révélé des corps d'inclusions basophiliques 
intranucléaires et intracytoplasmiques dans les cellules épithéliales des plumes et 
chez les macrophages (Jacobson et al. 1986; Pass et Perry 1984). De plus, il a été 
possible d'observer une atrophie et des agrégats focalisés de nécrose dans les tissus 
lymphoïdes du thymus et de la bourse de Fabricius (Studdert 1993). Par contre, les 
symptômes cliniques ne sont pas responsables de la mort de ces oiseaux, ce sont 
plutôt les infections secondaires causées par l'immunosuppression engendrée par le 
PBFDV qui sont mortelles (Ritchie et al. 1989). 
1.1.3 Le virus de l'anémie aviaire (CAV) 
Le virus de l'anémie aviaire (CAV) a été isolé pour la première fois au Japon 
en 1979 et a été associé à une maladie caractérisée par de l'anémie et une perte sévère 
des lymphocytes des organes lymphoïdes primaires et secondaires (Yuasa et al. 1979; 
Taniguchi et al. 1982; 1983). Ce virus de diamètre de 25nm, est composé d'une 
capside ayant 32 unités morphologiquement creuses (Todd et al. 1990). Le CAVa 
une densité de 1,35 à 1,3 6g1cm3 dans le CsCl. Il résiste à des températures de 80°C 
durant 15min ainsi qu'à des traitements au chloroforme et à l'éther (Yuasa et al. 
1979). Le CAV a un génome d'ADN simple brin circulaire de 2,31 Kb codant pour 
trois protéines VP 1, VP2 et VP3 (McNulty 1991). Le CAV infecte non seulement les 
poulets, mais peut aussi se répliquer in vitro chez des cellules de lignée 
lymphoblastoïdes aviaires. 
1.1.4 La structure et la réplication des circovirus 
Les circovirus ont été reconnus comme les plus petits virus infectant des 
animaux et autant au niveau du diamètre du virion que de la longueur du génome. Ils 
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sont aussi les seuls virus infectant des animaux ayant un ADN circulaire simple brin 
(Studdert 1993). Ainsi, généralement, les circovirus ont un génome composé d'ADN 
négatif, simple brin et circulaire fermé par un lien covalent. La quantité de 
nucléotides peut varier de 1,76Kb (PCV) à 2,31Kb (CAV) (Todd et al. 1990). Le 
génome possède probablement seulement un seul promoteur et une séquence signal 
poly A (Claessens et al. 1991). La protéine composant la capside protéique du virus 
chez le porc (PCV) est de 30 kDa tandis que chez le CAVelle est de 50kDa. Les 
virus résistent bien à des températures élevées de 60°C pour une période de 30min et 
ont une densité dans le CsCl de 1,34g/ml (Studdert 1993). Cependant, il n'y a pas de 
déterminant antigénique commun ni de séquences homologues d'ADN communes 
chez ces trois virus (PCV, PBFDV et CAV) (Todd et al. 1990). La réplication virale a 
lieu dans le noyau de la cellule et conune la réplication des parvovirus, elle dépend 
des protéines cellulaires produites durant la phase S du cycle cellulaire. La présence 
d'ADN circulaire double brin, soit la forme réplicative d'ADN intermédiaire, a été 
démontrée chez des cellules infectées (Claessens et al. 1991). 
1.1.4.1 Caractéristiques virologiques 
Le génome du CAV comprend trois régions codant pour différentes protéines et par 
conséquent un ARNm polycistronique polyadénylé qui comprend les trois cadres de 
lecture ouverts (CLO) qui se superposent partiellement ou complètement (Douglas et 
al. 1995) donnant ainsi les trois protéines: VP 1(51 ,6kDa), VP 2 (24,OkDa) et VP3 
(13,3kDa) (Notebom et al. 1994). La protéine de la capside VPl contient un résidu 
agissant comme déterminant de la pathogénicité (Yamaguchi et al. 2001). Il a été 
démontré, par Renshaw et al. (1996), que la région hypervariable de la VP 1 du CAV 
était impliquée dans le taux de la réplication virale ainsi que dans le tropisme 
cellulaire in vitro. La protéine VP2 aide au repliement de la VPl durant l'assemblage 
de la capside (Nortebom et Koch 1995) alors que la VP3 induit l'apoptose dans les 
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cellules infectées (Notebom et al. 1994), mais par une voie indépendante de la p53 
(Zhuang et al. 1995a). En fait, le stress cellulaire qu'il soit génotoxique, oxydatif ou 
causé par des protéines virales, il induit l'expression de la p53. Cette protéine agit sur 
des sequences d'AND spécifiques en activant les protéines p21 WAF/CIP et Bax qui 
sont impliquées dans l'arrêt du cycle cellulaire. La perte de la function de p53 peut 
permettre la survie inapropriée de cellules endomagées et déclencher ainsi la 
formation de tumeures. 
La protéine VP3 ou apoptine, est composée de 121 acides aminés contenant 
deux extensions riches en proline et deux régions basiques (Notebom et al. 1991). La 
présence de la VP3 semble importante dans le cycle viral selon les études de 
Notebom et al. (1994), tel que démontré avec des virus CAV ayant des délétions sur 
la protéine VP3. De plus, lors de la transcription du génome viral, il a été possible de 
détecter faiblement la présence d'ARNm viraux spécifiques après 8 heures et 
fortement après 32 heures d'infection O'Jotebom et al. 1992; Phenix et al. 1994). Lors 
de la réplication virale, la production des protéines VP2 et VP3 apparaît très tôt dans 
le cycle de l'infection, environ 12heures post-infection, et elles sont présentes en 
grand nombre dans les noyaux des cellules infectées (Douglas et al. 1995). 
1.1.4.2 Les différentes souches du CAV 
Le CAV possède plusieurs souches différentes qui varient de par leur 
pathogénicité, leur durée de réplication et leur tropisme cellulaire. La première 
souche de CAV qui a été isolée, la souche CUX-1, sert de prototype pour les études 
sur le CAYo Il existe différentes variants de l'isolat CUX-l provenant de l'Allemagne 
soit le CUX N (Notebom et al. 1991), le CUX M (Meehan et al. 1992) et le Cux 10 
(Meehan et al. 1997). Les isolats CIA-1 (Soiné et al. 1994) et 26P4 (Claessens et al. 
1991) proviennent des Etats-Unis. Les isolats CAA 82-2 (Kato et al. 1995) et TK­
5803 (Farkas et al. 1996) sont issues du Japon. Il a été démontré par Renshaw et al. 
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(1996) que la souche CUX-l, plus virulente que la souche ClA-I, possède une région 
de 316pb qui contrôle le taux de réplication et le tropisme. 
1.1.4.3 Les cellules utilisées pour la production du CAV 
Les recherches de Calnek et al. (1999) ont démontré que certaines lignées 
cellulaires présentant des phénotypes particuliers sont plus sensibles à l'infection par 
les virus CUX-1 et/ou ClA-1 et ainsi la vitesse de réplication et de diffusion diffère 
d'un type cellulaire à l'autre. Les cellules actuellement utilisées pour la production in 
vitro du CAV proviennent d'une lignée de cellules lymphoblastoïdes de poulet 
(MDCC) modifiées par le virus de la maladie de Marek, soit un herpesvirus (Cui et 
al. 2004). Il existe une grande variété de lignées MDCC, mais les plus utilisées pour 
la production des souches CUX-1 et CIA-1 sont principalement les cellules CU147 et 
MSB1 (Akiyama et Kato 1974). Il a été établi que les cellules MSB1 possèdent des 
caractéristiques des lymphocytes T matures, car elles sont de phénotype: CD3+, 
CD4+, CD8-, TCR2(a.~l)+ (Adair et al. 1993). Les cellules CU147 expriment par 
contre, le phénotype :CD3+, CD4-, CD8+, TCR3(a.~2)+ (Calnek et al. 1999). 
Cependant, même s'il a été difficile pour Calnek et al. (1999) d'établir des relations 
entre les phénotypes des lignées de cellules permissives à la réplication virale, il 
existe des différences dans la sensibilité à la souche CUX-1. En fait, les cellules de 
lignées CD4-CD8+ étaient plus pennissives de façon significative, que les cellules de 
lignées CD4+CD8- ou CD4-CD8-. Par contre, aucune différence de pennissivité pour 
les souches CUX-1 et ClA-1 n'a été détectée entre les cellules de lignées de 
phénotype TCR2+ et TCR3+. Toutefois, une des lignées CD4-CD8+, soit la CU147 
est apparue comme la plus susceptible à l'infection par la souche CUX-l. 
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1.1.4.4 Détection du CAV chez les poulets infectés 
Il existe plusieurs façons de détecter la présence du CAV chez les poulets 
infectés. Le virus peut être isolé après culture d'échantillons cliniques sur cellules 
lymphoblastoïdes MDCC-MSB 1 (Yuasa et al. 1983), ou par inoculation du virus 
chez des poulets d'un jour ne possèdant pas d'anticorps contre le CAVet d'apparition 
subséquente des symptômes associés à la pathologie tel que l'anémie (Yuasa et al. 
1983). Cependant, ces procédures sont coûteuses et consomment trop de temps 
(McNeilly et al. 1991). L'équipe de McNeilly et al. (1991) ont mis au point une 
méthode permettant de détecter les antigènes du CAV par immunoperoxydase ou par 
immunofluorescence. Ils ont montré la présence d'antigènes dans le thymus, 
particulièrement dans le cortex, et aussi dans la moëlle osseuse, chez des poussins de 
5 à 9 jours après l'infection. Cependant, ces techniques ne sont pas aussi sensibles 
que la détection par réaction en chaîne par la polymérase (PCR) (Soiné et al. 1993). 
Cette dernière technique est très sensible et a permis de détecter la présence du CAV 
dans plusieurs autres organes lymphoïdes primaires et secondaires, ainsi que dans le 
foie et dans les organes reproducteurs (Cardona et al. 2000). 
1.2 La maladie induite par le CAV 
1.2.1 La transmission de la maladie 
Le CAV est une maladie spécifique aux poulets, car il a été impossible de 
détecter des anticorps et/ou signes cliniques chez des canards et dindons (McNulty et 
al. 1988). Plusieurs études ont montré le développement d'anticorps chez des poulets 
d'élevage (Yuasa et al. 1980,1985; Bülow 1988; McNulty et al. 1988; Rosenberg et 
Cloud 1989a; Lucio et al. 1990) mais aussi la présence d'anticorps anti-CAV chez 
des poulets exempts d'agents pathogènes spécifiques (SPF) (Yuasa et al. 1980, 1985; 
Bülow 1988; McNulty et al. 1989; Nicholas et al. 1989). 
Il 
Chez les poulets les infections peuvent être transmises de manière verticale 
(Yuasa et Yoshida 1983) par les oeufs, ainsi qu'horizontale (Yuasa et al. 1979, 1980; 
Rosenberg et Cloud 1989b), ce qui implique que le virus peut autant infecter les 
jeunes poussins que les poulets adultes. Les poulets développent une résistance à la 
maladie induite par le CAV entre 7 et 14 jours d'âge, et l'infection demeure à un état 
sub-clinique. Par contre, les anticorps maternels contre le CAV, s'ils sont présents, 
peuvent fournir une protection contre la maladie chez le poussin, mais pas contre la 
replication virale et la transmission à d'autres poulets dans l'élevage (Studdent 
1993). 
1.2.2 Les signes cliniques 
Les premiers signes de la maladie apparaissent généralement vers la fin de la 
deuxième semaine de vie du poulet. Chez les jeunes poussins, l'infection causée par 
le CAV se traduit de façon générale par une anémie sévère, une atrophie du thymus et 
un jaunissement de la moëlle osseuse qui sont responsables de la mort de l'oiseau 
(Goryo et al. 1985; Otaki et al. 1987; Taniguchi et al. 1982; Yuasa et al. 1979; 
Yuasa et Imai 1986). L'oiseau semble alors anorexique et dépressif, ses plumes ont 
un aspect hérissé et tombent facilement et sa crête devient pâle (McNulty 1991). Les 
oiseaux affectés démontrent également des lésions localisées de la peau qui surgissent 
généralement sur les ailes mais peuvent aussi être présentes sur la tête, autour du 
croupion, aux côtés du thorax, sur l'abdomen, sur les cuisses, les pattes et les pieds. 
Ces lésions semblent être dues à des hémorragies ecchymotiques de la peau. La peau 
devient bleue et craque en libérant des exsudats sérosanguignolents. Ces lésions 
prédisposent ainsi à des infections bactérieooes secondaires pouvant amener une 
dermatite gangreneuse. La mortalité de l'oiseau survient habituellement de 5 à 6 jours 
après le début des signes cliniques, s'ils se manifestent (Engstrom et Luthman 1984) 
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1.2.3 Les lésions histopathologiques 
Il a été constaté, de 4 à 6 jours après le début de l'infection, une diminution 
des érythrocytes matures et des cellules hématopoïétiques suivie de l'apparition de 
larges cellules blastiques. La moëlle osseuse devient hypoplasique et même aplasique 
et les tissus hématopoïétiques sont remplacés par du tissu adipeux. Autant 
l'érythropoïèse que la myélopoïèse sont affectés par l'infection virale (McNulty 
1991). 
Les principaux changements histopathologiques dans le thymus, la rate, la 
bourse de Fabricius et les amygdales caecales se caractérisent par une perte de 
lymphocytes et une hyperplasie des cellules réticulaires. Les lymphocytes corticaux 
du thymus disparaissent et sont remplacés par des cellules réticulaires. Les 
lymphocytes médullaires diminuent également en nombre (McNulty 1991). Par 
contre, la diminution de lymphocytes dans la rate et de la bourse se produit entre 4 à 6 
jours après l'apparition des lésions du thymus et de la moëlle osseuse (Taniguchi et 
al. 1983). Après 20 jours d'infection, le thymus amorce une repopulation 
lymphocytaire. Il a aussi été constaté dans le foie, lors de la phase aiguë de la maladie 
de l'anémie aviaire, un gonflement des hépatocytes (Goryo et al. 1989). 
1.2.4 L'immunodéficience induite par le CAV 
Le CAV est considéré comme un virus causant de l'immunodéficience, ce qui 
a une incidence sur les infections secondaires opportunistes. Cette immunodéficience 
se traduit par une baisse des cellules du système immunitaire telles que les 
lymphocytes CD3+CD4+ (T auxiliaires), CD8+ (T cytotoxiques) ainsi que les 
cellules NK (Bounous et al. 1995) Une diminution fonctionnelle des macrophages a 
aussi été observée (McConnell et al. 1993a). Aussi la diminution des cytokines IL-4, 
IL-6 et IL-8 produites normalement par les cellules T CD4+ suite à l'infection par le 
CAV entraîne une dysfonction des lymphocytes B et, par conséquent, une diminution 
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de la production d'anticorps (Von Bulow et Schat 1997; Box et al. 1988; De Boer et 
al. 1994). Ces dérèglements peuvent résulter de la destruction des thymocytes in vivo 
et des cellules lymphoblastoides in vitro par le phénomène d'apoptose (Jeurissen et 
al. 1992a) causé par la protéine virale VP3 qui se retrouve dans les structures 
apoptotiques des cellules infectées par le CAV et mortes par apoptose (Notebom et 
Koch 1995; Notebom et al. 1994; Danen Van Oorschot et al. 1997). 
La baisse des cellules B et la production d'anticorps ne serait pas due à 
l'infection de ces cellules par le virus, mais plutôt au manque de production et de 
sécrétion des cytokines nécessaires à leur stimulation. La destruction des populations 
effectrices par le CAV a pour effet de modifier le réseau de cytokines, ce qui peut 
expliquer l'atrophie de la bourse de Fabricius (Adair 2000). 
Aussi, le CAV tend à infecter les cellules précurseures qui sont à la base de la 
production des cellules du système immunitaire. L'activité hématopoïétique de la 
moëlle osseuse est contrôlée par une large éventail de cytokines produites par les 
cellules stromales, les macrophages et cellules T (Nicola 1989). Une diminution de la 
production de ces cytokines par ces cellules suite à l'infection par le CAV pourrait 
aussi entraîner indirectement une immunodéficience en diminuant le nombre de 
lymphocytes matures (Adair 2000). 
Il a été constaté, après l'infection in vivo de poulets à différents âges, que les 
des cellules infectées étaient retrouvées dans le thymus et la moëlle osseuse. Aucune 
cellule infectée n'a été détectée dans le foie, la rate, la bourse de Fabricius et 
amygdales caecales. Il a été conclu que les cellules infectées par le CAV provenaient 
du thymus et de la moëlle osseuse et qu'elles étaient responsables de la dissémination 
systémique du virus aux autres organes-cibles (Bopp et Reece 1991). Récemment, 
des études immunohistochimiques de la moëlle osseuse et des tissus lymphoïdes des 
oiseaux montrent que les cellules permissives au CAV sont les hémocytoblastes. 
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Dans le thymus, par contre, ce sont les cellules T précurseurs qui semblent être la 
cible principale du CAV, car elles sont particulièrement susceptibles au virus (Adair 
2000). En fait, la perte de cellules T est moins importante dans les organes 
lymphoïdes secondaires que dans le thymus, ce qui indique une destruction 
préférentielle des cellules précurseurs ou des lymphocytes T immatures soit les 
CD4+CD8+. Aussi, ces cellules sont celles qui sont sélectivement infectées par le 
virus dans le thymus (Adair et al. 1993). 
Cependant, il existe très peu d'études concernant les infections in vitro. La 
première étude a été effectuée en 1994 par McNeilly et al. Dans cette recherche il a 
été démontré que les cellules mononucléaires de la rate et de la moëlle osseuse 
présentaient des antigènes de CAYo Par contre, les cellules mononucléaires dérivant 
du thymus ne contenaient pas d'antigènes CAV. Les auteurs ont suggéré que la faible 
viabilité des thymocytes in vitro serait responsable de leur incapacité à supporter la 
réplication virale. 
1.2.4.1 Les macrophages et cellules présentatrices d'antigènes 
L'infection par le CAV des cellules hématopoïétiques et/ou des progéniteurs 
myéloïdes qui sont à la source des monocytes/macrophages, aurait un effet sur les 
fonctions des macrophages (McConnell et al. 1993a). Ainsi, il a été montré que les 
macrophages provenant de poulets infectés au CAV produisaient moins d 'IL-1, une 
interleukine essentielle dans le développement de la réponse inflammatoire. De plus, 
une baisse de l'expression du récepteur Fc et de l'activité phagocytaire a été 
remarquée chez les macrophages de la moëlle osseuse de poulets infectés. Le 
récepteur Fc est un des moyens par lequel les macrophages interagissent avec les 
particules opsonisées (McConnell et al. 1993a) et ce récepteur est habituellement 
exprimé chez tous les macrophages de la moëlle osseuse chez les poulets en santé, 
mais ce récepteur n'était présent que chez 12% des macrophages de moëlle osseuse 
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chez des poulets inoculés avec le CAV depuis 21 jours (McConnel1 et al. 1993b). De 
façon similaire, la phagocytose d'érythrocytes de mouton par les macrophages de 
moëlle osseuse de poulets chute à 12% à 14 jours post-infection. Cependant, même si 
des variations fonctionnelles chez les macrophages de moël1e osseuse de poulets 
infectés ont été détectées, aucun antigène viral n'a été détecté, ce qui soulève un 
doute sur la réplication virale dans ces cellules pour expliquer cette perte de fonction 
(McConnell et al. 1993a). 
Les cellules présentatrices d'antigènes de poulet telles que les macrophages, 
les cellules dendritiques et les cellules B possèdent le récepteur B-F qui est 
l'homologue du récepteur CMH de classe II présent chez les mammifères (Adair et 
al. 1993). Il a été démontré par Adair et al. (1993) à l'aide d'histopathologie par 
immunomarquages, qu'un faible pourcentage des cellules infectées (6%) dans le 
thymus exprimaient le CMH de classe n. Les auteurs ont suggéré que probablement 
les cellules CMH de classe II positives étaient des cellules réticulaires qui avaient 
ingéré des thymocytes en processus d'apoptose. Dans la rate, les lymphocytes T 
matures expriment le CMH de classe n suite à une stimulation (Ewert et al. 1984). 
Aussi, une forte proportion des splénocytes infectés expriment le CMH de classe II, 
ce qui suggère que le CAV est capable d'infecter aussi des cellules T matures qui sont 
fortement activées (Adair et al. 1993). Dans la moëlle osseuse il été décrit qu'environ 
37% des cellules infectées, exprimaient aussi le CMH de classe II (Adair et al. 
1993). 
1.2.4.2 Les lymphocytes T 
Plusieurs études sur la pathogenèse du CAVont démontré une perte des 
lymphocytes du cortex thymique ainsi que dans d'autres régions dépendantes des 
cellules T (Goryo et al. 1987; Jeurissen et al. 1989; Taniguchi et al. 1983), suggérant 
alors les cellules T ou les précurseurs des cellules T seraient des cibles pour le virus 
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(Adair et al. 1993). Ainsi il a été rapporté que le pourcentage de thymocytes CD8+ 
infectés était supérieur à celui des CD4+ lors de l'infection in vivo (Cloud et al. 1992; 
Bounous et al. 1995). Par contre, d'autres travaux n'ont plutôt rapporté aucune 
différence entre la diminution des deux sous-populations thymiques soit les cellules 
CD4+ et CD8+ (Hu et al. 1993). Cependant, les lymphocytes T matures CD8+ de la 
rate semblent être également infectés par le virus (Adair et al. 1993). Adair et al. 
(1993) ont montré, par double marquage des cellules de thymus de poulets infectées 
par le CAV, que les cellules T précurseurs étaient la cible pour le virus. Il a été 
montré que les cellules infectées n'exprimaient pas le récepteur de surface CD3, 
TCR-yS et TCR-a~ montrant ainsi que les cellules infectées du thymus étaient les 
précurseurs des lymphocytes T (Adair et al. 1993). Il faut mentionner que le 
complexe CD3/TCR apparaît chez les cellules T, tôt après l'expression du CD4 et du 
CD8 (Chen et al. 1986). La détection de ce complexe à la surface membranaire 
indique une cellule T mature (Haynes et al. 1989). Cependant, le complexe 
CD3/TCR, avant d'être inséré à la surface membranaire, est exprimé dans le 
cytoplasme des cellules (Campana 1989). Une forte proportion des cellules T 
infectées, soit 57%, étaient positives pour le CD3 cytoplasmique (Adair et al. 1993). 
De plus, les cellules T n'exprimant pas le CD3 à leur surface étaient infectées au 
contraire des cellules T exprimant le CD3, ce qui renforce l'hypothèse que le CAV 
infecte les cellules précurseures dans le thymus. 
De plus, il y avait plus de cellules T CD8 (46%) infectées par le CAV que de 
cellules exprimant le CD4 (13%) dans le thymus. Il a été rapporté que l'antigène CD8 
est exprimé à plus grande fréquence à la surface des thymocytes immatures et que 
cette expression survient juste avant l'apparition du co-récepteur CD4 (Cooper et al. 
1992). Les co-récepteurs CD4 et CD8 sont exprimés ensemble par une même cellule 
T du thymus durant une courte période donnant la population double positive pour le 
phénotype CD4+CD8+ (Cooper et al. 1992). Toutefois, le fort pourcentage de 
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cellules CD8 infectées par le CAV peut aussi indiquer une infection de thymocytes 
immatures. De plus, il a été suggéré qu'une plus grande quantité de cellules 
exprimant le CD8 seraient infectées par le CAV, non seulement dans le thymus, mais 
également dans la rate (Adair et al. 1993). 
Dans la rate, il a été rapporté que les splénocytes positifs pour l'antigène viral 
sont de phénotype CD8+, CD3+ et TCR-a~+ démontrant ainsi une infection des 
cellules T matures. Cependant, il est possible que ces cellules aient été infectées en 
tant que précurseurs dans le thymus et suite à une maturation arrivent à la rate déjà 
infectées. D'autre part, les cellules infectées dans la rate, exprimant les marqueurs 
CD3, CD8 et TCR-a~ correspondent en majorité au phénotype des cellules T 
cytotoxiques (Adair et al. 1993). D'autre part, les cellules T matures expriment le 
CMH de classe II après une stimulation (Ewert et al. 1984). Une proportion 
significative de splénocytes provenant de poulets infectés par le CAV exprimaient le 
CMH de classe II, ce qui supporte l'hypothèse que le CAV serait capable d'infecter 
des cellules T matures lorsqu'elles sont hautement activées (Adair et al. 1993). 
Par contre, il a également été démontré par Hu et al. (1992) que les cellules 
ciblées par le CIA-1 (un variant de la souche CUX-1) dans le thymus de poulets 
infectées in vivo, sont les CD4+CD8+. Cette baisse de cellules précurseurs amènerait 
alors une dysfonction des cellules T auxiliaires et cytotoxiques in vivo. 
1.2.4.3 Les lymphocytes B 
Les infections par le CAV ont le pouvoir d'affecter la réponse médiée par les 
cellules T mais aussi la réponse humorale qui implique les lymphocytes B (Cloud et 
al. 1992b). La population des lymphocytes B n'est pas susceptible à l'infection par le 
CAV, mais le dérèglement de cette population serait plutôt dû au manque de 
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disponibilité des cellules T auxiliaire (Th) et des cytokines produites par celles-ci 
telles que les IL-4 et IL-6 qui sont habituellement impliquées dans la réponse par les 
anticorps (Von Bülow et al. 1997; Box et al. 1988; De Boer et al. 1994). Par contre, 
le manque de susceptibilité de la population des cellules B à l'infection par le CAV 
devient cruciale pour la survie du poulet. Comme les plasmocytes ou cellules B 
activées sécrètent des anticorps, des études ont démontré que l'apparition d'anticorps 
anti-CAV dans le sérum coïncidait avec la disparition du virus dans le sang ainsi que 
dans divers organes et tissus (Yuasa et al. 1983a). Cependant, même en présence de 
ces anticorps en circulation, le virus continuait de persister dans de nombreux tissus, 
suggérant ainsi qu'il y a d'autres facteurs que les anticorps nécessaires au processus 
d'élimination virale (Yuasa et al. 1983a). Il a également été démontré chez des 
embryons de poulets ayant subi une boursectomie, la nécessité des anticorps anti­
CAV pour le processus de guérison de ces poulets infectés (Hu et al. 1993a; Yuasa et 
al. 1983a). 
1.2.4.4 L'effet de l'infection par le CAV sur la production des cytokines 
En plus d'affecter directement les cellules précurseures et certaines sous­
populations lymphocytaires, le virus peut entraîner une baisse des cytokines 
nécessaires à la stimulation et à l'activation des lymphocytes. Lors de l'infection de 
poulets par le CAV, une diminution de la capacité des macrophages à produire de 
l'IL-1 a été constatée (McConnell et al. 1993a). La diminution de cette cytokine peut 
avoir des incidences sur l'augmentation ses infections secondaires qui sont, entre 
autre, un effet secondaire de la maladie induite par le CAV (McConnell et al. 1993a). 
De plus, il a été constaté qu'en présence de CAV les lymphocytes présentaient 
une baisse du calcium cellulaire libre (Bounous et al. 1995). Comme la transcription 
des ARNm des lymphokines, telle que l'IL-2 est régulée par des protéines 
dépendantes du calcium libre, cette baisse de calcium suite à l'infection par le CAV 
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pourrait empêcher l'initiation de la réponse à l'antigène par les lymphocytes T 
(Premack et al. 1992). Une diminution de la transformation lymphocytaire et de la 
production du facteur de croissance des lymphocytes T (TCGF) ont aussi été 
constatées dans la rate en présence du CAV (Adair et al. 1991 a). 
De plus, comme il existe peu de tests ELISA commerciaux de détection de 
cytokines aviaires, la majorité des études jusqu'à maintenant ont été effectuées sur le 
niveau de transcription relatif de l'IFN-y produite par les lymphocytes CD8. Une 
étude récente menée par Markowski-Grimsrud et Schat (2003) a démontré que le 
CAV n'influence pas de manière significative les niveaux de transcription de l'IL-2 
ou de l'IL-l~ à 7 et 14 jours post-infection. Par contre, une faible transcription 
d'IFN-y a été induite par l'infection avec le CAV chez des poulets, possédant ou non 
des anticorps contre le CAV, à 7 jours post-infection. Cette transcription ne semble 
pas liée à la réplication virale à cause de la présence de poulets ayant déjà des 
anticorps antÎ-CAV. Cependant, ces résultats vont à l'encontre de ceux de l'équipe 
Adair et al. (1991) qui ont démontré une suppression de l'activité de l'IL-2 à 8 et 15 
jours post-infection ainsi que des réductions significatives des titres d'IFN-y à 15, 22 
et 29 jours post-infection. De la même manière, McConneli et al. (1993a) ont 
rapporté que l'exposition de poussins de 3 semaines au CAV, via une voie naturelle, 
diminue la production de l'IFN-y, l'IL-l~ et l'IL-2 à 14, 21 et 28 jours post-infection. 
Les différences entre ces études concernant la détection des cytokines induites par le 
CAV, sont probablement dues aux types de techniques employées (Markowski­
Grimsrud et Schat 2003). Par contre, la diminution de ces cytokines après deux 
semailles pourrait contribuer à l'état d'immunosuppression, et affecterait le 
développement des lymphocytes T cytotoxiques (CD8+) chez des poussins exposés 
subséquemment à des pathogènes (Markowski-Grimsrud et Schat 2003). 
20 
1.2.4.5 L'effet de l'infection sur la réponse des cellules aux stimulations par la 
ConAet PHA. 
Les lectines telles que la Concanavaline A (ConA) et le Phytohémaglutinine 
(PHA) agissent comme des mitogènes en stimulant de manière sélective les cellules T 
autant chez la souris que chez les poulets (Toivanen et Toivanen 1973). Une étude 
menée par Adair et al. (1991) a montré qu'il y aurait une destruction d'une population 
de cellules dans le thymus qui se traduirait par une réduction du nombre de cellules 
de rate répondant à la stimulation par le ConA chez des poulets de 8 et 15 jours post­
infection. La faible réponse à la transformation lymphocytaire par ces lectines après 
stimulation à la ConA est similaire aux résultats obtenus par Otaki et al. (1988a) sur 
les baisses de réponse à la PHA de 12 à 13 jours après l'inoculation du CAV chez des 
poulets âgés de 1 et 7 jours. 
Il a également été démontré par McNeilly et al. (1994) que l'infection in vitro 
de cellules de rate de poulets stimulées et non-stimulées par la ConA entraînait la 
présence des cellules mononucléaires infectées. Ainsi l'augmentation de cellules 
infectées après l'activation par la ConA pourrait être due à la préférence du virus pour 
les lymphocytes activés. Aussi, aucune cellule infectée par le CAV n'a été détectée 
chez des cellules mononucléaires non-stimulées dérivées du thymus. 
1.2.5 Les vaccins 
La maladie induite par le CAV peut être contrôlée par le développement 
d'anticorps antiviraux dans les élevages avant la ponte (McNulty, 1991). Vers les 
années 1980, en Allemagne, le transfert de la litière provenant de reproducteurs ayant 
eu une progéniture affectée par le CAV dans la litière des nouveaux reproducteurs, 
assurait une protection des poussins contre l'infection. Afin de garantir une bonne 
protection, en plus des transferts de litière, les troupeaux de poulets recevaient de 
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l'eau à boire contenant un homogénat de foies provenant de poulets affectés par ce 
syndrome (Vielitz et Landgraf 1988). 
Aujourd'hui, à cause des pertes économiques qu'occasionne l'infection par le 
CAV, plusieurs vaccins vivants, atténués ou recombinants sont mis à la disposition 
des agriculteurs (Todd 2000). La séroconversion peut être acquise par l'entremise de 
vaccins vivants. Le vaccin vivant non-atténué, obtenu par la propagation du CAV sur 
des embryons de poulet, est administré dans l'eau de consommation à des poulets de 
13 à 15 semaines (Vielitz et Voss 1994). Il existe également un vaccin atténué qui est 
administré par voie parentale et qui est disponible sur le marché (Steenhuisen et al. 
1994). Par contre, le tropisme des souches vaccinales non-atténuées et atténuées pour 
les cellules précurseures myéloïdes et thymiques n'est pas connu, pas plus que les 
effets immunosuppresseurs qu'ils pourraient induire. Un vaccin recombinant basé sur 
les sous-unités d'ADN viral a aussi été mis au point. Il a été démontré que 
l'inoculation de poulets avec des protéines du CAV, produites par des cellules 
d'insectes par une co-infection avec un baculovirus recombinant exprimant les gènes 
VPl et VP2 du CAV, entraînait la production d'anticorps neutralisants qUI 
protégeaient les jeunes poulets contre l'anémie aviaire (Koch et al. 1995). 
1.3 L'apoptose 
L'apoptose est une forme physiologique de la mort cellulaire et un processus 
important dans le développement et de la réponse immune. Elle se caractérise par le 
rétrécissement des cellules, la segmentation du noyau, la condensation et la 
dégradation intemucléosomale de l'ADN (Arends et Wyllie 1991; Wyllie et al. 
1980). Le CAV est reconnu pour causer l'apoptose des cellules précurseurs tels que 
hémocytoblastes et les lymphocytes T précurseurs (Adair 2000). Ainsi, le CAV 
utilise le mécanisme de l' apoptose de la cellule cible par l'entremise de l'apoptine 
(VP3) (Notebom et al. 1994). Cette protéine est co-localisée, tôt après l'infection, 
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avec l'ADN cellulaire. Plus tard dans l'infection, cette protéine est liée aux agrégats 
nucléaires reconnus comme des corps apoptotiques. Les cellules de la lignée 
cellulaire MDCC-MSB1, lymphocytes transformés par le virus de Marek's servant à 
la production virale in vitro, deviennent apoptotiques après 64 heures d'infection. Il a 
également été démontré que l'expression de la VP3 dans les cellules MDCC-MSB1 
transfectées est suffisante pour causer l'apoptose dans un délai de trois jours. Les 
immunoessais ont révélé que la protéine VP3 se retrouve strictement dans les 
structures de chromatine cellulaire. Cependant, le ou les mécanismes par lequel la 
protéine VP3 induit l'apoptose ne sont pas encore connus (Danen-van Oorschot et al. 
1997). 
En effet, plusieurs mécanismes ont été suggérés pour expliquer comment la 
protéine VP3 peut induire l'apoptose chez les cellules cibles (Jeurissen et al. 1992b; 
Notebom et al. 1994). La première implique l'interaction entre les protéines virales et 
les acides nucléiques de la cellule hôte ou même avec des protéines de la chromatine 
cellulaire. Cette interaction désorganiserait la chromatine et rendrait la cellule 
susceptible à la fragmentation par les endonucléases. Cependant, l'étude de Douglas 
et al. (1995) a démontré que dans le processus d'apoptose, les inclusions nucléaires 
observées sont exclusives à VP3 et non pas à VP2. 
Cependant, il a été établi par Zhuang et al. (1995a) lors d'une étude des effets 
de l'apoptine sur des cellules d'ostéosarcomes humains, que l'apoptose était 
indépendante de la p53 et ne pouvait pas être bloquée par le Bcl-2 (Zhuang et al. 
1995a et Zhuang et al. 1995b). De plus, il a également été démontré que l'apoptine ne 
nécessite pas l'activation des caspases débutant la cascade, soit les caspases 1 et 8, 
mais que l'activation de l'une ou de plusieurs des caspases impliquées plus loin dans 
la cascade (caspases 3, 6 et 7) sont nécessaires pOli l'induction rapide de la mort 
cellulaire par apoptose (Danen-van Oorschot et al. 2000). En effet, ces auteurs ont 
prouvé que la caspase 3 est activée dliant l'induction de la mort cellulaire par 
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l'apoptine, mais que cette activation semble apparaître à un stade tardif. Il faut 
souligner que la forme active de la caspase 3 peut cliver la poly-(ADP-ribose) 
polymérase (PARP), qui est une enzyme qui est impliquée dans la réparation de 
l'ADN et dans la surveillance de l' intégrité du génome cellulaire (Gurtu et al. 1997). 
Par contre, le rôle des mitochondries et du cytochrome c dans l'apoptose reste à 
élucider (Zhuang et al. 1995a,1995b). 
1.4 L'immunologie aviaire 
Afin de mieux comprendre les effets du CAV chez les jeunes poussins 
immunologiquement immatures, il faut regarder de plus près les processus de 
maturation hémopoïétiques et lymphocytaires. 
1.4.1 La colonisation des organes lymphoïdes durant l'embryogenèse 
Lors du développement embryormaire, les cellules stromales 
hématopoïétiques provierment du sac vitellin et vont coloniser les amas intra­
aortiques et ensuite les foyers para-aoltiques. Le foie aviaire, contrairement à celui 
des mammifères qui suppOlte l'hématopoïèse avant la naissance, joue un rôle mineur 
dans le maintien de l'hématopoïèse à partir du 14e jour de l'embryogenèse jusqu'à 
l'éclosion (21 e jour). Alors, ce sont les amas intra-aOltiques et ensuite les foyers para­
aOltiques qui durant les 5 premiers jours de l'embryogenèse, produisent des 
érythrocytes, des cellules myéloïdes et des cellules précurseurs T et B. Ensuite, vers 
le I2e jour d'embryogenèse, les cellules souches érythropoïétiques, les cellules T et B 
colonisent la rate tandis que la bourse de Fabricius est colonisée par des cellules 
souches extra-bursales vers le 8e jour de l'embryogenèse. Le micro-envirormement de 
la bourse formé par les cellules précurseures permet la différenciation et le 
développement des cellules B. Le thymus est colonisé par les cellules progénitrices 
en trois temps bien distincts (7\ 12e et 18e jour d'embryogenèse). Quant à la moëlle 
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osseuse, elles est le dernier organe à être colonisé et elle prend graduellement la 
relève de l'hématopoïèse des érythrocytes, des cellules T et B précurseurs et des 
cellules myéloïdes à partir du 1Oe jour d'embryogenèse (Siatskas et Boyd 2000). 
1.4.2 Les organes lymphoïdes primaires et secondaires 
Après l'éclosion, la maturation lymphoïde se produit dans la moëlle osseuse, 
le thymus et la bourse de Fabricius, et les cellules matures se rendent dans les organes 
lymphoïdes secondaires tels que la rate, les ganglions et les amygdales caecales 
(analogues aux plaques de Peyer). La moëlle osseuse des poussins naissants, comme 
celle des mammifères, est responsable de l'hématopoïèse, donc elle contient les 
cellules précurseures des granulocytes, des cellules de l'immunité innée (cellules NK) 
et des lymphocytes T et B (Jeurissen et al. 2000). Les précurseurs myéloïdes 
présentant à leur surface le marqueur BEN+ génèrent des macrophages, des 
granulocytes, des thrombocytes et des érytlu·ocytes (Siatskas et Boyd 2000). Il a aussi 
été démontré que les cellules de moëlle osseuse présentent la molécule d'adhésion 
HEMCAM+ à leur surface et co-expriment le récepteur tyrosine kinase (c-kit). Ces 
cellules peuvent se différencier en cellules myéloïdes et érythroïdes et peuvent 
également coloniser le thymus (Vainio et al. 1996). De plus, les cellules 
hématopoïétiques ainsi que les progéniteurs des lymphocytes T possèdent la 
glycoprotéine lIb-IIIa à leur surface (Ody et al. 1999). D'autre part, il est connu chez 
les mammifères que le processus de différenciation de cellules immatures de la 
moëlle osseuse en cellules hématopoïétiques matures nécessite l'activité de plusieurs 
cytokines. Ce réseau de cytokines comprend l'IL-7 et les facteurs de stimulation de 
colonies (CSF) comme le granulocyte monocyte-facteur de stimulation de colonies 
(GM-CSF) (Siatskas et Boyd 2000; Nico1as-Bolnet et al. 1995). Chez le poulet le 
facteur de croissance mye1omonocytique de poulet (cMGF) a une forte homologie 
dans la séquence des acides aminés à celle des cytokines GM-CSF et lL-6 murines et 
humaines (Leutz et al. 1989). Il a également été rapporté que les facteurs de 
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stimulation des colonies (CSF) et l'IL-7 sont très importants dans la régulation de la 
différenciation des précurseurs des cellules T (Mukamoto et Kodama 2000). De plus, 
une exposition prolongée des cellules de moëlle osseuse au facteur GM-CSF entraîne 
une accumulation des macrophages activés (Burgess et al. 1989). 
Le thymus est un organe multilobé situé à la hauteur du cou de chaque côté de 
l'œsophage dont chaque lobule est séparé en un compartiment externe ou cortex, qui 
contient en abondance des cellules immatures T (thymocytes) CD4+CD8+, et un 
compartiment interne ou médulla, où se retrouvent des thymocytes exprimant les 
molécules du récepteur T (TCR)a~ associé aux molécules du CD3 ainsi que les 
molécules CD4 ou CD8, correspondant à des thymocytes en fin de maturation (Bucy 
et al. 1990). Le cortex et la médulla du thymus sont enchevêtrés par un réseau 
tridimensionnel de cellules stromales, composés de cellules épithéliales, de cellules 
dendritiques interdigitées et de macrophages qui constituent la charpente de l'organe 
et contribuent à la croissance et à la maturation des thymocytes. De plus, les 
thymocytes expriment différents marqueurs selon leur stade de maturation, car ceux 
exprimant faiblement le CD45 (CD45 10W) expriment aussi les CD3-4+8+. Ainsi tous 
les thymocytes CD4510w sont CD3-, mais les populations de thymocytes exprimant 
fortement le CD45 (CD45 high) peuvent être CD3-, CD310w et CD3 high . Aussi, la 
transition de CD45 10w à CD45high arrive au moment où les thymocytes immatures 
expriment fortement le CD4 et le CD8 à leur surface, mais tout en ayant acquis aussi 
les molécules du CD3 (Paramithiotis et al. 1991). 
La bourse de Fabricius est un tissu lymphoïde associé à l'intestin et il est le 
site de prolifération, de maturation et de différenciation des lymphocytes B. Cet 
organe est donc impliqué dans la production d'anticorps et par conséquent dans 
l'immunité humorale. Ces cellules, avant d'être activées par la présence d'un 
antigène, présentent à leur surface l'anticorps IgM (Jeurissen et al. 2000). Différentes 
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études ont démontré qu'il y a présence de l'anticorps IgM chez la majorité des 
lymphocytes B précurseurs présents dans la moëlle osseuse et dans la bourse de 
Fabricius, la bourse étant le site de maturation des lymphocytes B chez le poulet 
(Ratcliffe et al. 1986; Tao-Wiedmann et al. 1975; Grossi et al. 1977). Il a été observé 
que durant l'embryogenèse la présence de d'anticorps IgM dans le cytoplasme (cIgM) 
des lymphocytes B se rendait graduellement en surface (sIgM). Ainsi, à 16 jours 
d'embryogenèse des cellules cIgM+slgM+ sont détectées dans la bourse, la rate et 
dans le sang périphérique, tandis qu'au premier jour d'éclosion (21 e jour 
d'embryogenèse) il est possible de distinguer des lymphocytes B cIgM+slgM+ dans 
la bourse, la moëlle osseuse, la rate et dans le sang périphérique, mais il est aussi 
possible d'observer des lymphocytes B clgM-slgM+ dans la moëlle osseuse, la rate 
et le sang périphérique ce qui indique qu'à l'éclosion le poussin possède quelques 
lymphocytes B ayant surtout des IgM à la surface (Grossi et al. 1977). Par la suite, 
ces cellules B cIgM-slgM+ augmentent chez les poulets de 2 à 24 semaines dans la 
moëlle osseuse, la rate et le sang périphérique tandis que la bourse contient toujours 
des lymphocytes B exclusivement cIgM+slgM+ (Grossi et al. 1977). 
Les organes lymphoïdes secondaires apparaissent plus tard dans le 
développement fœtal aviaire que les organes lymphoïdes primaires. Les organes 
lymphoïdes secondaires répondent à la stimulation antigénique et sont riches en 
macrophages et cellules dendritiques (cellules présentatrices d'antigènes) et en 
lymphocytes T et B servant à la médiation cellulaire. Ces organes sont la rate, les 
ganglions, et le système lymphatique. 
1.4.3 Les cellules immunes 
1.4.3.1 Les cellules présentatrices d'antigènes 
Chez les poulets, les macrophages, les cellules dendritiques présentatrices 
d'antigènes et les lymphocytes B, forment le centre de la réponse innée et adaptée. 
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Outre les lymphocytes B qui ne sont pas des cellules phagocytaires, les macrophages 
et les cellules dendritiques sont des cellules phagocytaires qui peuvent être détectés 
par l'expression du marqueur B-L qui est l'équivalent du complexe majeur 
d'histocompatibilité de classe II (CMH II) chez les mammifères (Ewert et al. 1984). 
Il a été démontré que chez des poulets de plus de 5 semaines il y a environ 10% des 
cellules qui expriment le récepteur B-L dans le thymus, 65% dans le sang et 85% 
dans la rate. Ces cellules sont en effet des cellules adhérentes (Peck et al. 1982). Il a, 
par contre, été rapporté par Adair et al. (1993), que chez les poussins de 6 jours il y 
une présence de 5% de cellules positives pour le CMH de classe II (B-L) dans le 
thymus, 40% dans la rate et 30% dans la moëlle osseuse. Les macrophages, chez le 
poulet, ont été retrouvées dans la rate, mais aussi dans le thymus (Guillemot et al. 
1984). Lorsque ces cellules sont stimulées par des substances étrangères, elles 
produisent plusieurs cytokines pro-inflammatoires telles que le facteur de nécrose 
tumorale (TNF-a) et l'interleukine-l (IL-l). Le TNF-a stimule sa propre production 
par les macrophages ainsi que la production de l'IL-l et l'IL-6. De la même manière, 
l'IL-l stimule sa propre production par les macrophages ainsi que la production de 
TNF-a et IL-6. Cependant, l'IL-6 a un effet négatif sur la production de TNF-a et de 
IL-l par les macrophages. Alors, puisque la production de cytokines est strictement 
reliée à l'activation initiale des macrophages par un pathogène ou une substance 
étrangère, la quantité de cytokines produites reflète l'activité des macrophages 
(Jeurissen et al. 2000). Cependant les rôles de ces cytokines sur les activités des 
macrophages de poulets sont encore à l'étude (Kaiser et al. 2000). Il est reconnu que 
les cytokines pro-inflammatoires TNF-~ et IL-l sont impliqués dans le 
déclenchement de la fièvre chez les mammifères et il semblerait que ce mécanisme 
soit similaire chez les poulets (Leshchinsky et Klasing 2001). L'IL-6 serait plutôt 
impliquée comme un facteur de stimulation des hépatocytes, favorisant ainsi la 
production de la fibronectine par les hépatocytes (Jeurissen et al. 2000). 
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1.4.3.2 Les cellules NK 
Les cellules NK ont une activité cytotoxique contre les cellules tumorales ou 
les cellules infectées par un virus. Les cellules NK sont présentes en forte quantité 
dans des tissus infectés dans les premiers jours de l'infection. Les cellules NK 
amènent la lyse cellulaire des cellules infectées et cela bien avant que la réponse par 
les lymphocytes T cytotoxiques soit activée. Par contre, l'activité des cellules NK 
semble être très faible chez les poussins de moins de quatre semaines, mais 
facilement détectable chez les poulets adultes (Jeurissen et al. 2000). Les cellules NK 
aviaires se caractérisent par le phénotype suivant: CD3-CD8+CD4- (Thomas et al. 
2001). En effet, il a été démontré par Gobel et al. (2001) que la quantité de cellules 
NK dans les tissus périphériques d'oiseaux est plus faible que chez ceux des 
mammifères. 
Chez les poulets les cellules NK sont générées dans la moëlle osseuse à partir 
des cellules souches pluripotentes et migrent ensuite dans différents sites. Cependant, 
il n'est pas encore clair comment et quand les cellules NK sont sélectiormées. La 
présence des cellules NK dans les rates d'embryons de poulets suggère aussi qu'une 
portion de la différenciation pourrait aussi s'effectuer dans la rate (Gobel et al. 2001). 
1.4.3.3 Les lymphocytes T 
La réponse immune par les lymphocytes T fait partie de la réponse 
immune adaptée soit à médiation cellulaire et humorale. Chez les lymphocytes T de 
poulet, des molécules de surface homologues à celles présentées par les cellules T de 
mammifères ont été identifiées. L'expression du marqueur CD3 associé avec celle du 
TCRa~ (TCR2) et des molécules de co-activation CD4 et CD8 définissent la majorité 
de la population des thymocytes de poulet et ce, tout comme chez les mammifères, 
indique que la maturation des cellules T dans le thymus de poulet suit une voie 
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similaire à celle observée chez les mammifères (Chan et al. 1988, Chen et al. 1988 et 
Chen et al. 1990). La molécule TCR-aB (TCR-2) est un complexe fixé à la surface de 
la cellule qui agit comme un récepteur liant l'antigène, tout comme les molécules 
d'immunoglobulines chez les lymphocytes B (Jeurissen et al. 2000). Il existe 
également un TCRyo, soit le TCR1, qui apparaît chez les oiseaux vers le 12 jours de 
l'embryogenèse, mais qui, contrairement aux mammifères demeure relativement 
abondant chez l'oiseau adulte, soit environ 8% des thymocytes et 25 à 30% des 
cellules T du sang et de la rate (Sowder et al. 1988). Il a été démontré chez le poulet 
que les cellules TCR2+ ayant le marqueur CD4 (cellules auxiliaires) sont situées 
principalement dans la gaine périartérielle de la rate et dans la lamina propria de 
l'intestin, tandis que les cellules TCRl+ sont situées principalement dans les sinus de 
la rate et dans l'épithélium intestinal (Bucy et al. 1988). Contrairement aux cellules 
TCR2+ qui sont plutôt auxiliaires, les cellules TCR1+ exercent une activité 
cytotoxique (Bucy et al. 1988). Les thymocytes exprimant le TCRyo (TCR1+) 
expriment également le CD45 tout en étant CD4-CD8- (Paramithiotis et al. 1991). 
Tout comme les mammifères, les lymphocytes T de poulet qui expriment le marqueur 
CD4 sont reliés à une fonction auxiliaire durant les réponses à médiation cellulaire et 
humorale, tandis que ceux qui expriment le marqueur CD8 sont associés à une 
fonction cytotoxique, ayant pour but de tuer la cellule-cible qui présente un antigène 
sur sa molécule de CMH 1 (B-F) (Jeurissen et al. 2000). 
1.4.3.4 Les lymphocytes B 
Il existe chez le poulet trois classes d'immunoglobulines les IgM, les IgY, et 
les IgA qui sont produites par les plasmoblastes et les plasmocytes. Il a été montré par 
Leslie et Clem (1969), que l'immunoglobuline (Ig) la plus abondante chez le poussin 
est l'IgY, qui a des ressemblances avec l'IgG des mammifères. L'activité de 
l'anticorps IgY paraît combiner deux fonctions qui sont habituellement faites 
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séparément par l'IgG et l'IgE. Alors tout comme l'IgG, l'IgY fait partie 
majoritairement du mécanisme de défense contre les infections systémiques et 
comme l'IgE, l'IgY possède la capacité de médier des réactions anaphylactiques 
(Faith et Clem 1973). Chaque lymphocyte B possède un IgM à la surface avec une 
certaine spécificité antigénique. Lorsque les lymphocytes B rencontrent pour la 
première fois un pathogène ou un antigène, ils se lient entièrement ou partiellement 
par l'entremise des molécules IgM. Cependant, les lymphocytes B nécessitent 
plusieurs signaux de co-stimulation venant des lymphocytes T et des autres 
p1asmoblastes. Ainsi, les lymphocytes B deviennent des plasmocytes et produisent 
des anticorps spécifiques permettant de terminer la réponse immune contre le 
pathogène. Au même moment il y a formation des cellules mémoires et qui seront 
disponibles pour effectuer une réponse immune bien plus rapidement si jamais le 
même pathogène se présente. L'efficacité et la spécificité des anticorps se produit par 
la production d'anticorps IgY qui remplacent les IgM (Jeurissen et al. 2000). 
La présence de lymphocytes B a été démontré par Boyd et Ward (1978), chez 
des poulets de 3 à 12 semaines, à des concentrations d'environ 80% dans la bourse, 
de 34% dans la rate, de 15% dans la moëlle osseuse, de 6% dans le thymus et de 19% 
dans le sang périphérique. Parmi ces cellules, environ 58% dans la bourse, 14% dans 
la rate, 8% dans la moëlle osseuse, 1% dans le thymus et 6% dans le sang 
périphérique montrent des IgY de surface positives (Boyd et Ward 1978). Lorsque 
les lymphocytes B rencontrent un pathogène ou antigène pour la première fois, ils 
sécrètent des IgM. Cependant, suite à des signaux issus d'une co-stimulation par les 
cellules T CD4+ certains lymphocytes B deviennent alors des plasmoblastes et 
débutent la sécrétion d'anticorps spécifiques (Jeurissen et al. 2000). Il Ya par la suite 
formation de cellules B mémoires qui sont disponibles pour une éventuelle ré­
infection par le pathogène. 
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1.4.4 Les cytokines aviaires 
La régulation des réponses de l'immunité innée et adaptative dépend des 
cytokines produites par plusieurs cellules immunitaires, mais aussi par d'autres 
cellules de l'organisme. Les cytokines appartiennent à diverses familles de protéines 
qui jouent un rôle crucial dans le contrôle du système immunitaire. Selon le type de 
combinaisons de cytokines produites, une réponse immune protectrice ou non peut 
être générée (Lowenthal et al. 2000). Il existe un grand nombre de ces cytokines dont 
seulement certaines sont mieux connues dans le système aviaire. Compte tenu des 
effets présumés du CAV sur les macrophages et les lymphocytes T, nous allons plutôt 
nous intéresser aux cytokines les plus importantes produites par ces cellules. Chez les 
macrophages, les principales cytokines produites lors d'une infection virale sont le 
TNF-a, l'IL-l et IL-6. Les macrophages peuvent être activés par l'IFN-y qui va 
augmenter la production des cytokines macrophagiques. Généralement ces cytokines 
activent l'axe hypothalamo-pituitaire-adrénal et sont impliquées dans le 
déclenchement de la réponse inflammatoire générant de la fièvre, anorexie et 
libération des protéines de la phase aigüe (Leshchinsky et Klasing 2001). Le TNF-a 
est habituellement sécrété par les macrophages afin d'augmenter l'activité 
cytolytique pour des cellules cibles telles que les fibroblastes ou adipocytes. L'IL-6 
est produite par des macrophages et aussi par des fibroblastes afin d'augmenter la 
synthèse de fibrogènes par les hépatocytes (Siatskas et Boyd 2000). 
L'IL-l est une cytokine primordiale dans l'induction de la réponse 
inflammatoire (Flad et al. 1989) puisqu'elle est essentielle pour la maturation des 
lymphocytes T dans le thymus et la stimulation des lymphocytes T en présence 
d'antigènes. Ainsi, l'IL-l joue un rôle central dans la régulation du développement et 
de l'activation des lymphocytes T et B, elle est aussi requise dans la maturation des 
précurseurs des cellules T thymiques et cellules B, dans la synthèse et l'expression 
des récepteurs à lymphokines et dans la prolifération des lymphocytes (Flad et al. 
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1989). Ainsi il a été décrit par Dinarello (1998) que l'IL-1 chez les mammifères 
possède la capacité d'induire la prolifération des cellules du thymus qui ont été 
exposées à des faibles doses de mitogènes. Une bioactivité similaire à été décrite chez 
le poulet (Bombara et Taylor 1991; Hayari et al. 1982). Cette cytokine est 
habituellement sécrétée par les macrophages, qui sont toujours présents lors de 
réactions inflammatoires. L' IL-1 de poulet tout comme celle des mammifères possède 
plusieurs autres bioactivités qui sont pro-inflammatoires telles que la co-induction de 
la prolifération des thymocytes, la fièvre, l'anorexie, le catabolisme squelettique du 
muscle, la libération de corticostéroïdes, libération de protéoglycanes du cartilage et 
des changements aiguës dans le métabolisme des minéraux (Klasing 1984; Klasing et 
Johnstone 1991). 
Les cytokines lymphocytaires sont particulièrement importantes dans la 
régulation de la réponse immune adaptative. Ainsi, l'IL-2 et l'IFN-y vont favoriser 
l'activité cytolytique par les lymphocytes CD8 alors que les cytokines IL-4, IL-5 et 
TGF-p vont plutôt stimuler la réponse humorale. 
Les études sur l'IFN-y ont démontré que la séquence d'acides nucléiques de 
l'IFN-y de poulet ne possède que 32% d'homologie avec la séquence de l'IFN-y 
humain. Cependant, il y des fortes similarités quant aux fonctions de l'IFN-y, incluant 
l'activation des macrophages et leur capacité à sécréter des nitrites tel que le NO 
(Digby et Lowenthal 1995; Song et al. 1997). En plus de son activité anti-vira1e, 
lorsqu'il est produit par les cellules T auxiliaires CD4+CD8- de poulet, l'IFN-y sert à 
augmenter la reconnaissance immune ainsi que des fonctions d'activation des 
macrophages (Kaspers et al. 1994; Song et al. 1997). L'IFN-y de poulet possède 
plusieurs caractéristiques communes avec celui des mammifères telles que 
l'augmentation de l'expression des molécules de CMH 1 et II par les macrophages et 
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la protection anti-virale des fibroblastes contre la lyse causée par les virus (Siatskas et 
Boyd 2000; Song et al. 1997). 
La cytokine IL-2 chez le poulet a des fonctions immunes similaires in vivo et 
in vitro. Elle augmente la prolifération des cellules T et la cytotoxicité spontanée. Des 
analyses moléculaires comparatives des gènes codant pour l'IL-2 et l'IL-15 de poulet 
ont démontré que ces deux gènes ont une homologie plus grande avec la séquence du 
gène codant pour l'IL-15 de mammifères qu'avec celui de l'IL-2 (Lillehoj et al. 
2001). De plus, l'IL-2 et l'IL-15 de poulet stimulent les lymphoblastes T et 
augmentent la cytotoxicité spontanée des cellules NK in vitro (Miyamoto et al. 2001). 
Le facteur de crOIssance de cellules T (TGF-~) possède une influence 
immunomodulatrice sur la progression du cycle lymphocytaire et son effet est 
contextuel impliquant des effets inhibiteurs sur des lymphocytes matures et des effets 
stimulants sur la croissance des lymphocytes immatures. De plus, il a été démontré 
que le TGF-~ augmente la croissance des thymocytes immatures possédant le 
phénotype CD4+CD8+ (Peters et al. 2003). En fait, le TGF-~ prolonge la phase S et 
retarde la progression des lymphocytes en phase G1 du cycle cellulaire (Peters et al. 
2003). Des homologues fonctionnels de TGF-~ ont été démontrés chez différentes 
espèces. Les TGF-~l, 2 et 3 sont présents chez les mammifères et les oiseaux 
(Mukamoto et Kodama 2000) et il y a une homologie de plus de 75% entre les acides 
aminés des TGF-~s humains et ceux du poulet. Aussi, les TGF-~ 4 et 5 ont été isolés 
respectivement chez le poulet (Jakowlew et al. 1988) et chez les amphibiens 
(Kondaiah et al. 1990). Peu d'études existent sur les fonctions du TGF-~ et les 
infections virales, cependant, il a été établi que le TGF-~4 aviaire était l'homologue 
du TGF-~ 1 murin et que les fonctions en cas d'infection parasitaire semblent être les 
mêmes. Le TGF-~ est une cytokine ayant des fonctions de chimiotactisme pour les 
monocytes et lymphocytes T (Jakowlew et al. 1997). 
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1.4.5 La stimulation du système immunitaire aviaire par le LPS et les lectines. 
Généralement, l'activation et la prolifération lymphocytaires induites par le 
contact avec un antigène se déroulent au sein des tissus lymphoïdes mais elles 
peuvent être étudiées in vitro en cultivant un lymphocyte avec un mitogène. 
L'exposition des macrophages au lipopolysaccharide (LPS) de bactéries gram­
négatives initie une grande variété de changements physiologiques, immunologiques, 
métaboliques chez l'organisme hôte (Berczi 1998). Les monocytes/macrophages 
jouent un rôle central dans la réaction inflammatoire induite par le LPS. Ainsi 
l'interaction entre le LPS et le récepteur CD14 présent à la surface de ces cellules 
entraîne la libération des cytokines pro-inflammatoires telles que le TNF-a, l'IL-l, 
l'IL-6 et l'IL-S (Rietschel et al. 1998). Les études des effets du LPS et des 
mécanismes de la réponse septique chez les poulets sont limitées comparé à celles 
déjà effectuées chez les mammifères. Une des raisons est que les poulets sont plus 
résistants aux endotoxines provenant de bactéries gram-négatives. Cependant, il a été 
démontré qu'il est possible d'induire chez les poulets une réponse aiguë à 
l'endotoxine (Xie et al. 2000). Il a été démontré que l'infection par le virus de 
l'influenza de lignées de macrophages aviaires (HD Il), des cellules ayant les 
caractéristiques typiques des macrophages aviaires, cause une diminution de la 
production de nitrites (NO). Par contre, la présence de LPS augmente la production 
de NO chez ces mêmes macrophages infectés à l'influenza (Lyon et Hinshaw 1993). 
Des résultats similaires ont été obtenus dans une autre étude concernant des 
macrophages infectés par un réovirus aviaire (Pertile et al. 1996). 
Par ailleurs, les lectines telles que la concanavaline A (Con A) et la 
phytohémaglutinine (PHA) miment les propriétés mitogéniques et sont utilisées pour 
stimuler les lymphocytes T. Il a été démontré que la ConA stimule d'abord la 
mitogénèse des cellules T en se liant aux résidus de carbohydrates présents sur le 
récepteur CD3 (Toivanen et Toivanen 1973). Après l'augmentation de calcium 
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engendrée par ce lien, plusieurs molécules effectrices se lient directement au calcium 
ou s'associent avec des protéines spécialisées à se lier au calcium qui agissent comme 
des senseurs à calcium. Ainsi, cette régulation des molécules par le calcium est 
critique dans l'induction précoce des événements de l'activation des cellules T, tels 
que l'induction d'ARNm pour les cytokines lymphocytaires dont l'IL-2 pour la 
mitogenèse (Toivanen et Toivanen 1973). 
Chez le poulet il a été démontré que les lymphocytes de rate provenant 
d'embryons de poulets ou de poussins de un jour, sont incapables de répondre à la 
ConA ou la PHA (Kline et Sanders 1980) tout comme les splénocytes néonataux 
murins (Papiemik et Bach 1979). La nature du phénomène auquel les lymphocytes T 
de poussins récemment éclos sont incapables de répondre à la ConA ou la PHA sont 
encore inconnus. Cependant, il se pourrait que l'immaturité des lymphocytes les 
rendrait incapables de lier et procéder proprement les mitogènes (Papiemik et Bach 
1979). Par contre, les cellules de moëlle osseuse provenant de poulets de n'importe 
quel âge inhibent la réponse blastique des lymphocytes de rate induite par les 
mitogènes ConA ou PHA (Papiemik et Bach 1979). Il a été montré que plusieurs 
types de particules virales, incluant la leucocytose aviaire, les sarcomes, le virus 
Sendai et autres, lorsque incubées avec des lymphocytes aviaires périphériques 
sanguins et de la ConA ou de la PHA inhibent l'effet mitogénique habituellement 
induit par ces lectines (Wainberg et al. 1980). 
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1.5 HYPOTHÈSES 
Le CAV affecte de manière générale des cellules précurseures qUI sont 
nécessaires à la formation d'un système inununitaire adéquat ainsi qu'au 
développement des érythrocytes, cellules servant au transport d'oxygène dans les 
tissus. Il a été montré in vivo que le CAV infectait les lymphocytes T précurseurs 
corticaux du thymus, les hémocytoblastes de la moëlle osseuse et les lymphocytes T 
activés de la rate. Il a aussi été démontré in vivo que l'infection par le CAV de ces 
cellules cibles entraînait un dysfonctionnement inununitaire et, par conséquent, 
pouvait favoriser une immunodéficience chez le poussin. Par contre, l'importance de 
la permissivité de ces cellules à l'infection virale dans le développement de 
l'immunodéficience et les mécanismes responsables des dysfonctionnements 
inununitaires n'ont pas été totalement identifiés. Nous proposons ainsi de vérifier si 
la perte des cellules immunitaires du thymus et de la moëlle osseuse observée chez 
des poussins infectés par le CAV est due à la permissivité de ces cellules à la 
réplication virale. Cette hypothèse sera étudiée par une approche in vitro, 
principalement des lymphocytes précurseurs CD4+CD8+ et les macrophages 
myéloïdes. Conune le CAV semble mieux se répliquer dans les cellules activées, 
nous allons aussi vérifier si l'activation des lymphocytes peut aggraver les effets 
apoptotiques du virus. Aussi il est possible que les baisses de fonctions 
macrophagiques observées in vivo puissent être reliées à l'infection virale, ce que 
nous allons vérifier par une approche in vitro. Ainsi, l'infection virale pourrait induire 
l'apoptose de ces cellules, entraînant des déficits immunitaires par une diminution des 
cellules en maturation dans le thymus et la moëlle osseuse, expliquant alors la plus 




2.1 Virus et cellules 
2.1.1 Oiseaux 
Des œufs embrYOlmés exempts d'agents pathogènes spécifiques (SPF) 
provenant de la ferme d'élevage d'Agriculture Canada (Nepean, Ontario) ont été 
gardés dans des locaux de confinement situés à l'animalerie de l'Université du 
Québec à Montréal. Ces oiseaux ont été traités et nourris selon les normes du Conseil 
Canadien de la Protection des Animaux. À différents temps après l'éclosion, les 
poussins ont été utilisés pour l'extraction d'organes lymphoïdes, la culture des 
cellules immunitaires et les infections in vitro. Les poussins ont été euthanasiés par 
inhalation de C02. Dans certaines expériences, des poussins commerciaux (Mirabel, 
Québec) ont aussi été utilisés. 
2.1.2 Virus 
Deux souches virales de CAV furent utilisées, soit la souche de référence 
CUX-I et la souche atténuée CIA-l. Les souches virales ont été obtenues de Dr. K 
Schat (Université Comel1, Ithaca, NY) et ont été répliquées sur des cellules MDCC­
CU147, provenant également du laboratoire de Dr. Schat (Calnek et al. 2000). 
2.1.3 Cellules 
2.1.3.1. Les cellules MDCC-CU147 
Les cellules MDCC-CUI47 ont servi à la production virale et lors de 
techniques d'isolement et de titrage viral. Cette lignée cel1ulaire provient de 
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lymphocytes aviaires transformés par le virus de Marek (Calnek et al. 1999). Ces 
cellules ont été mises en culture dans un milieu Leibowitz-McCoy (milieu LM) 
(Gibco Laboratories, Grand Island, NY) additiormé de 10% de sérum de veau fœtal 
non-décomplémenté (SVF) (Hyclone, Edmonton, Canada) et supplémenté en 
glutamine, pyruvate de sodium, bicarbonate de sodium, tryptose phosphate (Gibco 
Laboratories) et 2-mercaptoéthanol (Gibco Laboratories) (milieu LM complet). Les 
cellules ont été incubées à 39°C, sous une atmosphère de 5% de CO2 . Les cellules 
ont subi un nombre suffisant de passages par dilution 1:4 avec du milieu LM complet 
jusqu'à ce qu'elles atteignent une concentration de 3X106 cellules/ml. Elles ont alors 
été utilisées pour la production ou l'isolement viral. 
2.1.3.2 Cellules immunitaires 
Les cellules immunitaires ont été isolées du thymus, de la rate et de la moëlle 
osseuse de poussins âgés de 1 et 7 jours, dans des conditions stériles selon les 
techniques courantes de prélèvement. Les organes prélevés tels que la rate et le 
thymus ont été dissociés par frottement sur un treillis de 70llm (Fischer Scientific, 
Montréal, Canada) et les cellules isolées ont été recueillies par lavage du treillis avec 
10ml d'un milieu de culture composé de RPMI 1640 (GIBCO Laboratories) 
supplémenté de 20% de SVF, des antibiotiques (pénicilline et streptomycine) et de la 
L-glutamine (GIBCO Laboratories). Les cellules de la moëlle osseuse ont été 
obtenues par injection de RPMI 1640 avec 5% SVF dans la partie centrale des fémurs 
après que les épiphyses aient été enlevées. Les suspensions cellulaires de rate, ont été 
enrichies par passage sur un gradient de Lymphoprep (Fisher Scientific, Montréal) 
suivi d'une centrifugation de 10 minutes à 2500 rpm. Alors, les cellules présentes 
dans l'armeau à l'interface du gradient ont été prélevées et leur décompte et leur 
viabilité ont été évalués à l'hémacymètre après une coloration au bleu trypan. Les 
suspensions cellulaires de rate ont été ajustées à 1x 106 cellules/ml dans du milieu de 
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culture, ci-haut mentionné (RPMI 1640 + 20%SVF et antibiotiques). Les cellules du 
thymus, directement après leur extraction, ont été mises en culture à une 
concentration de 3x106 cellules/ml. Les cellules de moëlle osseuse isolées des fémurs 
de poussins ont été mises en culture dans un milieu contenant du RPMI 1640 
supplémenté de 5% SVF, d'antibiotiques, du facteur de croissance des colonies de 
granulocytes et de macrophages murin (GM-CSF) (Peprotech, Ontario, Canada) à une 
concentration finale de 20ng/ml et d'IL-7 murin (Cedarlane, Ontario, Canada) à une 
même concentration finale de 20ng/ml. 
2.1.4 Infections virales et titrages 
2.1.4.1 Infections des cellules MDCC-CU147. 
Les cellules MDCC-CU 147 ont été infectées avec les deux souches virales 
à une multiplicité d'infection de 0.01 à 0.1 et incubées durant 72 hrs. Le CAV peut 
atteindre des titres variant entre 105 à 106 TCIDsü/O,l ml dans les cellules MDCC­
CU147 (Calnek et al. 1999). Après cette période, les cellules ont été dénombrées et 
les surnageants congelés à -80G C. Les sumageants ont été dégelés et recongelés à 
-80G C et subséquemment dégelés, aliquotés et recongelés. Un contrôle de cellules 
non-infectées mais similairement traitées a systématiquement été ajouté à toutes les 
expériences, comme témoin du surnageant cellulaire. 
Les virus présents dans les sumageants ont été titrés selon la méthode de 
dilution limite sur des cellules MDCC-CU147 non-infectées. Différentes dilutions 
décimales (non-dilué, 1O-là 10.7) ont servi à infecter des cellules MDCC-CU147 
(3x10s/puit). Cette infection a été d'une durée de 72hrs d'incubation à 39G C en 
présence de 5% COz. Chacune des dilutions a été inoculée dans trois puits de cellules. 
Après 72 hrs, les cellules infectées avec chacune des dilution ont été centrifugées et 
resuspendues dans un milieu à cytocentrifugation. Pour ce faire, les suspensions 
cellulaires (environ 2.5 x 105 cellules) ont été cytocentrifugées à 1300rpm durant 5 
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mm sur une lame de microscope préalablement enduite d'un milieu d'adhérence 
(Albumine Bovine (BSA) 2% dans du PBS) (Cytospin, Shandon). Les lames 
cytocentrifugées ont été fixées à l'aide de fonnaldéhyde 4% durant 1hre suivi d'un 
lavage dans du PBS. La détection des protéines virales intracytoplasmiques fut 
effectuée par un test d'immunoperoxydase indirecte sur cellules cytocentrifugées. 
Une dilution optimale d'un antisérum de poulet anti-CAV a été ajouté sur le spot de 
cellules sur la lame suivie d'une incubation de 30min à la température de la pièce. 
Après deux lavages dans du PBS à pH 7.2, une dilution optimale d'un anti-IgG de 
poulet couplé à la peroxydase a été déposé sur chaque lame et incubé à la température 
de la pièce durant 30minutes Après deux lavages, une solution de peroxyde a été 
ajoutée en même temps qu'un révélateur. Des lames contrôles de cellules non­
infectées et/ou traitées avec le surnageant de cellules contrôles, ou de cellules 
seulement marquées avec l'anti-IgG de poulet ont été ajoutées. Les lames ont été 
examinées en microscopie à fluorescence (Dialux 22, Leitz, Montréal, Qué. Canada). 
Le titre viral a été évalué par la dernière dilution où 50% des puits ont montré des 
cellules infectées par le virus. 
2.1.4.2 Infections virales des cellules lymphoïdes ou myéloïdes et des 
macrophages 
L'infection des cellules en provenance des divers organes de poussins a été 
effectuée à une multiplicité d'infection de 0.1 à 1. Environ, 1 x 106 cellules 
lymphoides de rate ou 3 x 106 de thymocytes ou 2 x 106 cellules de moëlle osseuse 
ont été mises en contact avec la suspension virale, dans un volume final de 200fll. 
Des cellules contrôles ont reçu un volume similaire du surnageant de cellules MDCC­
CU147 non-infectées. Les cellules ont été incubées à 39°C durant des temps 
d'incubation variant de 1 à 3 jours selon les protocoles expérimentaux. 
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2.1.4.3 Détection d'ADN viral par peR 
La réplication virale a été détectée par la présence d'ADN viral codant pour la 
protéine VP3, par un test PCR. Les cellules de chaque organe lymphoïde ont été 
infectées in vitro avec les virus CUX-1 ou CLA-1 durant 24 heures et lavées au RPMI 
1640 à deux reprises. Les cellules ont ensuite été remises en culture durant une 
période supplémentaire de 48 heures et les surnageants récoltés et congelés à -80°C. 
Ces sumageants ont alors été utilisés pour la détection de l'ADN viral. 
Dans un premier temps l'extraction de l'ADN a été effectué avec du DNAZol 
(Invitrogen, Burlington, Canada) durant 45 minutes sous agitation. L'ADN a été 
précipité à l'aide d'éthanol 100% et d'une centrifugation de 15min à 11000 rpm. 
Après avoir jeté le surnageant, le culot a été lavé avec de l'éthanol à 70% et 
recentrifugé durant 5min à 11000 rpm. Le surnageant fut jeté et le culot a été 
suspendu dans une solution de NaOH (8mM). 
Le mélange à PCR a été effectué dans un tube à PCR avec 1~L d'amorce VP3 
(sens) (5'-CGCTCTCCAAGAAGATACTCCAC-3'), l~L VP3 (Anti-sens) (5' ­
TATACGCCTTTTTGCGGTTCG-3') (Invitrogen) (les séquences ont été obtenues 
selon le génome du CAV fourni par Noteborn et al. 1991, dont le numéro d'accession 
dans GenBank est: M55918), 2~L d'une solution de nucléotides 10mM (Ge 
HealthcarelBio-sciences, Québec, Canada), 5~L de tampon 10X (Qiagen, USA), 1~L 
de l'enzyme Taq (Qiagen, Ontario, Canada), 351lL d'H20 et 5~L de la solution 
contenant l'extraction d'ADN à amplifier. Les tubes ont ensuite été mis dans 
l'appareil à PCR (Perkin Elemer/Gene Amp 2400, MA, USA) avec le cycle adéquat, 
soit 1 cycle à 95°C durant 5 min, 35 cycles de 1 min à 94°C suivi de 1 min à 54°C et 
de 0.40 min à noc et un dernier cycle de 3 min à noc. Ensuite 18~L du produit à 
PCR a été ajouté à 2~L de bromure d'éthidium (Roche Diagnostics, Laval, Qc, 
Canada) pour être mis sur gel d'agarose 1,5% (Invitrogen). La migration a été 
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effectuée sur une plaque à migration (Biorad, Mississauga, Ontario, Canada) à 
100Volts durant enVlfon 20min à l'aide d'un 'Power Supply' (Fischer 
Biotech/Electrophorese System). Les gels ont été mis sur une plaque à rayons 
ultraviolets (Bio/Can Scientifique, Montréal, Canada) afin de faire ressortir les 
bandes et des photos ont été prises à l'aide d'un appareil photo pour les gels (Polaroid 
DS34). 
2.2 Techniques d'analyses des divers paramètres immunologiques des cellules 
lymphoïdes ou myéloïdes et des macrophages. 
Selon les besoins des différents protocoles expérimentaux décrits plus loin, 
différentes techniques d'évaluation des paramètres immunitaires ont été utilisées. 
2.2.1 Immunomarquages des différentes sous-populations lymphocytaires. 
L'analyse des sous-populations des lymphocytes T pour chaque organe 
lymphoïde a été effectuée par cytofluorométrie à l'aide de doubles 
immunomarquages (lIlL pour lx106 cellules) avec des anticorps anti-CD4, anti-CD8, 
anti-CD3, anti-TCRy8 de poulet (Southem Biotech, MarkHam, Ontario, Canada) 
conjugués à différents fluorochromes (fluorescéine: FITC et phycoérythrine : PE). 
Les immunomarquages ont été effectués sur les cellules lymphocytaires en 
provenance du thymus et de la rate, ajustées à une concentration de 106 cellules/ml. 
Ensuite les cellules ont été incubées à 4°C durant 30 minutes, centrifugées et fixées 
avec une solution de paraformaldéhyde (Sigma Chemicals, Ontario, Canada) à 4% 
dans du PBS. 
Pour les lymphocytes de la rate, des immunomarquages avec les anticorps 
anti-IgM.FITC et anti-TCR-y8.PE ont aussi été effectués, tandis que pour les 
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macrophages et autres cellules présentatrices d'antigènes de la moëlle osseuse des 
immunomarquages avec les anticorps anti-IgM.FITC et anti-CD45 ou anti-Ia (CMH 
II) (Southem Biotech) ont été effectués. Comme les anticorps anti-CD45 et anti-Ia 
(CHM-II) sont couplés à la biotine, une dilution optimale (l :100 dans RPMI 1640) 
de streptavidine-PE a été ajoutée après le premier marquage et les cellules ont été 
incubées durant 30 minutes à 4oC avant la fixation à la formaldéhyde. 
L'acquisition des dOlU1ées en cytofluorométrie a été réalisée à l'aide d'un 
appareil FACScan (Becton-Dickinson, Oakville, Canada). Pour chaque 
immunomarquage 10 000 évènements ont été enregistrés. Les régions correspondant 
généralement aux lymphocytes ou aux macrophages selon les paramètres FSC/SSC 
(Forward ScatterlSide Scatter) ont été sélectiolU1ées. L'identification des sous­
populations lymphocytaires a été obtenue par l'analyse multiparamétrique à l'aide du 
logiciel CellQuest (Becton-Dickinson). 
2.2.2 Détection d'apoptose et de nécrose par un simple ou un double 
immunomarquage TUNELIAnnexine V. 
L'apoptose et la nécrose cellulaire suite aux infections virales ont été mises en 
évidence par des techniques de simple marquage des oligonucléosomes utilisant le 
test TUNEL (Roche Diagnostics, Québec, Ca) et par des doubles immunomarquages 
utilisant le test A1U1exine VI Iodure de propidium (Roche Diagnostics), et ce, sur des 
cellules en suspension, tels que des lymphocytes, ou des cellules adhérentes, tels que 
les macrophages et les cellules myéloides. Le test TUNEL permet de détecter les 
oligonucléosomes suite à la réaction de l'endonucléase tandis que le test A1U1exin 
VIIodure de propidium permet d'évaluer la translocation des phospholipides 
membranaires et la dégradation de l'ADN. 
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Ainsi, pour le test TUNEL, les cellules précédemment infectées par le CAV 
ou non-infectées ont été lavées avec une solution de PBS avec 1% d'albumine bovine 
(BSA) à 4°C et ensuite ajustées à une concentration de 1 à 2 x 107cellules/ml. Dans 
une plaque de 96 puits, environ 1x l 06 cellules ont été déposées par puit et les cellules 
ont été fixées par une solution de paraformaldéhyde 4% dans du PBS. Après une 
incubation 60 min à la température de la pièce, la plaque a été centrifugée à 1300rpm 
durant 10min et les cellules lavées avec du PBS avec 1% de BSA à 4°C. Ensuite les 
cellules ont été perméabilisées à 4°C durant 2min avec l'ajout d'une solution 
composée de Triton X-I 00 (0,1%) dans du citrate de sodium (0,1%). Après le lavage 
des cellules, la solution de réaction TUNEL a été ajoutée et la plaque a été incubée 
durant 60min à 37°C et à l'obscurité. Finalement les cellules ont été lavées à deux 
reprises et resuspendues dans une solution de PBS pour être analysées à l'aide d'un 
cytofluoromètre (Becton-Dickinson). Les données ont été traitées pour une analyse 
multiparamétrique par le logiciel CellQuest (Becton-Dickinson). 
Par ailleurs, le test d' Annexin V/Iodure de propidium a été effectué sur des 
cellules lavées avec du PBS et ajustées à une concentration d'environ Ixl06 
cellules/ml dans une solution tampon d'Annexin V (composée de 10mM 
HEPESlNaOH, pH 7.4, 140mM NaCI et 2,5mM CaCb). Ensuite, les cellules ont été 
aliquotées à un volume de 1001lL/tube où SIlL d'Annexin V-FITC et 10llL d'iodure 
de propidiurn ont été ajoutés. Les tubes contenant les cellules ont été incubées durant 
15 minutes à température de la pièce et à la noirceur. Enfin, du tampon d' Annexin V 
a été ajouté avant d'analyser les cellules à l'aide d'un cytofluoromètre (Becton­
Dickinson). Une analyse multiparamétrique par le logiciel CellQuest (Becton­
Dickinson) a été effectuée sur les cellules marquées. Les cellules Annexine V+/IP­
ont été considérées en apoptose précoce, les cellules AnnexinV+/IP+ sont en 
apoptose avancée alors que les cellules Annexin V-/IP+ ont été considérées en 
nécrose. 
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2.2.3 Évaluation fonctionnelle des lymphocytes 
La réponse des lymphocytes, infectés durant 72 heures ou non infectés, à la 
stimulation par des mitogènes a été évaluée à l'aide du niveau d'activité des 
déshydrogénases mitochondriales par l'ajout de MTS/PMS (sels de 
tetrazolium/phénazine méthosulfate) (Promega, WI, USA). Les tests de 
transformation blastique ont été effectués sur des lymphocytes mis en culture dans du 
RPMI 1640 additionné de 20% de SVF (Gibco Laboratories) et de 2-mercaptoéthanol 
(Sigma, Ontario, Canada) avec des concentrations de 151lg/ml et 30llg/ml de 
concanavaline A (ConA) (Sigma). Après une incubation de 24heures, l'activité 
blastogénique a été relevée par l'ajout de MTS/PMS et pour une période jusqu'à 96 h. 
La densité optique des surnageants a été évaluée à 490nm avec un colorimètre adapté 
pour les cellules en culture (lecteur de plaques Emax) (Molecular Deviees, 
Sunnyvale, CA, USA). Des contrôles de cellules non-stimulées, de cellules stimulées 
mais non-infectées ont été ajoutés et les niveaux de transformation blastique des 
lymphocytes infectés ont été comparés à ceux des contrôles. Les tests de 
transformation blastique ont été effectués en triplicata. 
2.2.4. Activité phagocytaire des macrophages 
Les cellules de moëlle osseuse comprenant les cellules adhérentes et/ou 
macrophages ont été infectées durant 72 heures sur des plaques non-adhérentes avec 
les virus CAYo Après l'infection, 1,5x106 cellules/ml/tube ont été stimulées durant 2 
heures avec du lipopolysaccharide (LPS) (Sigma) à 1,251lg/ml. Ces cellules ont 
ensuite été soumises à un test de phagocytose durant lequel elles ont été mises en 
présence de billes fluorescentes (FITC) (Po1yscience, Niles, IL, USA) de 1,71 Ilm de 
diamètre durant une période de 2 h sous agitation dans un bain marie à 39°C et à 
l'obscurité. Après incubation, les cellules ont été déposées sur un gradient d'albumine 
bovine à 2% (Sigma) dans du PBS et centrifugées à 1300rpm durant 10min. Le culot 
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contenant les macrophages ayant phagocyté des billes a été resuspendu dans du 
PBS. Les expériences ont été effectuées en triplicata. 
L'acquisition des données a été effectuée en cytofluorométrie sur un appareil 
FACScan (Becton-Dickinson). La région correspondant aux macrophages a été 
sélectionnée selon les paramètres FSC et SSC. Le profil de fluorescence a été alors 
analysé et chaque pic de fluorescence observée correspondant à une quantité 
croissante de billes phagocytés Ml (1bille), M2 (2 billes) et M3 (3 billes et plus) a été 
étudié. L'analyse des pourcentages des macrophages ayant phagocyté 1, 2 et 3 billes 
et plus a été effectuée à l'aide du logiciel Cell Quest (Becton-Dickinson). 
2.2.5 Détection des cytokines. 
Les cytokines sécrétées lors des infections virales ont été détectées par un test 
ELISA (Enzyme-Linked Immunosorbent Assay) commercial. Il existe pour le poulet 
les tests de détection du TGF-p 1 et de l'INF-y (Biosource, Québec, Canada). Les 
suspensions de cellules immunes infectées ont été centrifugées et les sumageants 
aliquotés et congelés à -80°C. Pour le test TGF-p, les sumageants ont été déposés 
dans les puits des plaques contenant les anticorps anti-TGF-p préalablement adhérés. 
Ensuite, un anticorps spécifique à la cytokine a été ajouté (anti-TGF-P) conjugué à la 
biotine. Après plusieurs lavages, de la streptavidine-HRP (peroxydase) a été déposée 
dans les puits et les plaques incubées 30min à température de la pièce. Après 
plusieurs lavages avec du PBS, le chromogène Tetraméthyl Benzidin (TMB) 
(Pharmigen, Ontario, Canada) a été rajouté suivi d'une solution d'arrêt (H2S04) 
(Sigma). La lecture a été effectuée à 490nm dans un lecteur de plaques et les densités 
optiques obtenues ont été comparées à celle d'une courbe standard effectuée en même 
temps à partir d'une quantité connue de cytokines. Le même protocole a été utilisé 
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pour la détection de l'INF-y, sauf que des anticorps de capture ont préalablement été 
mis dans les puits de la plaque. 
2.2.6 Analyses statistiques 
Les résultats seront présentés en moyennes et écart-types avec un n=3 seront 
sous formes d'histogrammes. Le tes t de Student pairés a été effectué sur les données 





3.1. Effets in vitro du Virus CAV sur les cellules du thymus de poussins 
Dans le but de vérifier si les virus CAV peuvent altérer la viabilité et la 
maturation des thymocytes in vitro, plusieurs expériences ont été effectuées à partir 
de thymocytes isolés de poussins SPF de 1 à 7 jours d'âge ou de thymus de poussins 
commerciaux de 1 jour dont les progéniteurs avaient reçu une vaccination. Le niveau 
d'apoptose pouvant être induit par le CAV ainsi que le phénotype des cellules altérées 
par l'infection ont été analysés. 
3.1.1. Poussins SPF de 1 jour 
3.1.1.1. Apoptose causée par le CAV 
Les thymocytes de poussins SPF sont mis en culture et infectés avec les virus 
CUX-1 et CIA-l à un multiplicité d'infection de 0,01 à 0,1 pour des périodes de 
72hrs. Les cellules sont ensuite marquées par le réactif TUNEL et analysées en 
cytofluorométrie. Tel que montré dans la Figure lA, les cellules se retrouvent à un 
endroit sur le diagramme de distribution où les paramètres FSC et le SSC sont assez 
faibles. Peu de différences dans les pourcentages des thymocytes dans la région RI 
sont observées entre les cellules non-infectées et les cellules infectées par les deux 
virus (Figure 1A i à iii). L'état apoptotique de ces cellules est confirmé par le test 
TUNEL où près de 90% de ces cellules sont positives (Fig. lB i à iii), qu'elles soient 
infectées ou non. L'analyse de trois expériences similaires montrent que le 
pourcentage de cellules TUNEL+ a tendance à diminuer en présence du virus ClA-1, 
mais cet effet n'est pas significatif (Fig. 2). Par contre, la mise en culture des 
thymocytes de poussins SPF de 1 jour les rend très sensibles à l'apoptose spontanée, 
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Figure 1: (A) Analyse FSC/SSC des thymocytes de poussins SPF de1jr après 72hrs 
d'infection in vitro avec les virus CUX-1 (ii) et CIA-1 (iii) comparée aux cellules 



































Figure 2: Pourcentages des thymocytes TUNEL+ de poussins SPF de Ijr après 72hrs 
d'infection in vitro avec les virus CUX-l et CIA-l comparés aux cellules contrôles. 
Expérience réalisée en triplicata. 
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3.1.1.2. Analyse phénotypique des sous-populations thymiques 
3.1.1.2.1. Analyse phénotypique des sous-populations lymphocytaires CD4/CD8 
infectées par le CUX-l et CIA-1. 
Afin de vérifier si une ou plusieurs populations thymiques sont affectées par 
l'infection virale, des thymocytes de poussins d'un jour SPF sont infectés in vitro par 
les virus CUX-l et le CIA-l et incubés pour une période de 72hrs, en utilisant le 
surnageant des cellules MDCC comme contrôle (ou cellules non-infectées). Les 
thymocytes sont alors lavés et immunomarqués avec du CD4-FITC / CD8-PE et 
analysés en cytofluorométrie. 
Une première expérience est effectuée avec des thymocytes infectés par la 
souche CUX-l du virus CAYo La figure 3A montre l'analyse FSC/SSC de ces 
cellules où deux groupes de cellules différant par leur FSC/SSC sont observées. Les 
cellules de la région R2 possèdent une taille (FSC) et une granulosité (SSe) plus 
fortes que celles de la région RI. Il y a peu de différence dans les pourcentages de 
cellules dans chacune de ces régions entre les cellules non-infectées (i) et infectées 
par le virus CUX-l (ii). 
L'analyse multiparamétrique des cellules de ces deux régions révèle 
plusieurs sous-populations en fonction de l'intensité de l'expression des marqueurs 
CD4 et CD8. Ainsi, des cellules ayant un FSC/SSC élevé (région R2) montrent les 
phénotypes CD4+CD8high, CD4+CD8 Iow et CD4+CD8-, autant chez des cellules 
infectées que non-infectées (Figs 3Bi et 3Bii). Les cellules des phénotypes CD4­
CD8high ou CD4_CD81ow sont peu représentées dans cet échantillon. Les cellules ayant 
un FSC/SSC faible (région RI) montrent la présence de tous les phénotypes, mais 
ceux qui y sont en plus grand pourcentage sont les CD4-CD8- et CD4+CD8high (Figs 
3Biii et Biv). Les cellules ayant le phénotype CD4-CD8 Iow et CD4-CD8high sont 
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Figure 3 : Analyse FSC/SSC (A) des cellules non-infectées (i) et infectées par le virus 
CUX-l (ii) et analyse phénotypique des différentes sous populations CD4/CD8 (B) 
pour les thyrnocytes normaux R2 (i et ii) et apoptotiques RI (iii et iv), non-infectées 
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Figure 4: Pourcentages des différentes sous-populations thymiques CD4/CD8 non­
infectées et infectées par le virus CUX-I, localisées dans les régions RI (a) et R2 (b). 
Expérience réalisée en triplicata. 
* p< 0.05 
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significative de la sous-population CD4-CDShigh (Fig. 4a). Par contre, la présence de 
virus n'engendre pas de variation observable des autres sous-populations (Fig. 4b). 
La deuxième expérience a été réalisée avec la souche virale CIA-l. L'analyse 
FSC/SSC des populations cellulaires montre, comme dans la Fig. 3A deux régions RI 
et R2 (Fig. 5A). Peu de différence sont observées dans les pourcentages de RI et R2 
entre les cellules non-infectées (i) et infectées (ii). 
L'analyse multiparamétrique des cellules provenant de la région R2, a permis 
d'observer que les principales sous-populations présentes sont les cellules 
CD4+CDShigh et CD4+CDS1ow (Figs 5Bi et 5Bii). Aucune différence entre les 
pourcentages des cellules non-infectées et infectées n'est mise en évidence (Fig. 6b). 
Une forte présence des phénotypes CD4+CDS1ow et CD4+CDShigh est observée parmi 
les cellules de la région RI (Figs 5Biii et 5Biv), mais aucune différence significative 
entre les cellules non-infectées et infectées n'est détectée (Fig 6a). 
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Figure 5 : Analyse FSC/SSC (A) des cellules non-infectées (i) et infectées avec le 
virus CIA-I (ii) et analyse phénotypique des différentes sous populations CD4/CD8 
(B) pour les thyrnocytes normaux R2 (i et ii) et apoptotiques RI (iii et iv), non­
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Figure 6: Pourcentages des différentes sous-populations thymiques CD4/CD8 non­
infectées et infectés par le CIA-I, localisées dans les régions RI (a) et R2 (b). 
Expérience réalisée en triplicata. 
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3.1.1.2.2. Analyse phénotypique des sous-populations lymphocytaires CD3/CD8 
infectées par le CUX-l et le CIA-l 
Afin de vérifier plus précisément le phénotype de cellules CD8 affectées par 
l'infection du CAV, des thymocytes de poussins SPF d'un jour sont infectés in vitro 
par les virus CUX-l et le CIA-l et incubés pour une période de 72hrs, en utilisant le 
surnageant des cellules MDCC comme contrôle (ou cellules non-infectées). Les 
thymocytes sont alors lavés et immunomarqués avec du CD3-FITC / CDS-PB et 
analysés en cytofluorométrie. 
L'analyse FSC/SSC révèle deux groupes de cellules différant par leur 
FSC/SSC (Fig. 7A). Les cellules de la région R2 possèdent une taille (FSC) et une 
granulosité (SSC) plus fortes que celles de la région RI. Il y a peu de différence dans 
les pourcentages de cellules dans chacune de ces régions entre les cellules non­
infectées (i) et infectées par les virus CUX-l (ii) ou le CIA-l (iii). 
L'analyse multiparamétrique des cellules de ces deux régions montre 
plusieurs sous-populations en fonction de l'intensité de l'expression des marqueurs 
CD3 et CD8. Ainsi, des cellules ayant un FSC/SSC élevé (région R2) montrent 
principalement les phénotypes CD3+CD8high, CD3+CDS1ow, CD3+CDS- autant chez 
les cellules non-infectées qu'infectées par les virus CUX-l et CIA-l (Figs 7Bi, ii et 
iii). Les cellules des phénotypes CD3-CDShigh ou CD3-CDS1ow sont peu représentées 
dans cet échantillon. Les cellules ayant un FSC/SSC faible (région RI) montrent la 
présence de tous les phénotypes, mais principalement le phénotype CD3-CDS1ow 
(Figs 7Biv, v et vi). La présence des virus CUX-1 amène une baisse significative (p< 
0.05) de la sous-population CD3-CDS1ow (Fig. Sa). Par contre, la présence de virus 
n'engendre pas de variation significative des autres sous-populations (Fig. Sb). 
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Figure 7 : Analyse FSC/SSC (A) des cellules non-infectées (i) et infectées par les 
souches virales CUX-I (ii) et CIA-I (iii), et analyse phénotypique des différentes 
sous populations CD3/CD8 (B) pour les thyrnocytes normaux R2 (i, ii et iii) et 
apoptotiques RI (iv, v et vi), non-infectées (i et iv) ou infectés par le CUX-I (ii et v) 
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Figure 8: Pourcentages des différentes sous-populations CD3/CD8 pour les 
thymocytes non-infectés et infectés par les virus CUX-I et CIA-I et localisés dans les 
régions RI (a) et R2 (b). Expérience réalisée en triplicata. 
* p< 0.05 
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3.1.1.2.3. Analyse phénotypique des sous-populations lymphocytaires 
CD3/TCRyo infectées par le CUX-l et le CIA-l 
La baisse du pourcentage des cellules CD3_CDS low observée en présence du 
VIruS CUX-I suggère que ces pourraient exprimer un TCR différent au TCRa~ 
laissant place au TCRy8. Afin de vérifier cette hypothèse, des thymocytes de poussins 
d'un jour SPF sont infectés in vitro par les virus CUX-I et le CIA-I et incubés pour 
une période de 72hrs, en utilisant le surnageant des cellules MDCC comme contrôle 
(ou cellules non-infectées). Les thymocytes sont alors lavés et immunomarqués avec 
du TCRy8-FITC / CD3-PE et analysés en cytofluorométrie. 
L'analyse FSC/SSC révèle deux groupes de cellules différant par leur 
FSC/SSC (Fig. 9A). Les cellules de la région R3 possèdent une taille (FSC) et une 
granulosité (SSC) plus fortes que celles de la région RI. Il y a peu de différence dans 
les pourcentages de cellules dans chacune de ces régions entre les cellules non­
infectées (i) et infectées par les virus CUX-l (ii) ou le CIA-l (iii). 
L'analyse multiparamétrique des cellules de ces deux régions met en évidence 
plusieurs sous-populations en fonction de l'intensité de l'expression des marqueurs 
CD3 et TCRy8. Ainsi, des cellules ayant un FSC/SSC élevé (région R3) montrent les 
phénotypes CD3+TCRy810w, CD3+TCRy8high autant chez les cellules non-infectées 
qu'infectées avec l'un ou l'autre des virus (Figs 9Bi, ii et iii). Les cellules ayant un 
FSC/SSC faible (région RI) contieIU1ent principalement les cellules de phénotype 
CD3+TCRy8Iow suivi d'une présence plus faible des phénotypes CD3-TCRy810w et 
CD3+TCRy8- (Figs 9 Biv, v et vi). L'infection virale n'entraîne aucune variation 
significative des sous-populations thymiques dans les deux régions (Fig. lOa). 
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Figure 9 : Analyse FSC/SSC (A) des cellules non-infectées (i) et infectées par les 
souches CUX-l (ii) et CIA-l (iii), et analyse phénotypique des différentes sous 
populations CD3/TCRyo (B) pour les thymocytes normaux R3 (i, ii et iii) et 
apoptotiques RI (iv, v et vi) non-infectées (i et iv) ou infectés par le CUX-l (ii et v) 
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Figure IO: Pourcentages des différentes sous-populations CD3/TCRyo pour les 
thymocytes non-infectés et infectés par les virus CUX-I et ClA-I localisés dans les 
régions RI Ca) et R3 Cb). Expérience réalisée en triplicata. 
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3.1.2. Poussins SPF âgés de 7 jours 
3.1.2.1. Apoptose causée par le CAV 
À cause de la faible viabilité des thymocytes de poussins SPF d'un jour des 
expériences similaires sont réalisées chez des cellules de poussins SPF âgés de 7 
jours. Les thymocytes ont été mis en culture et infectés avec les virus CUX-1 et CIA­
l à un multiplicité d'infection de 0,01 à 0,1 pour une période de 72hrs. 
Dans une première expérience les cellules sont marquées par un test TUNEL 
et analysées en cytofluorométrie. Tel que montré dans la figure lIA, les cellules se 
retrouvent dans une région de faible FSC et SSC. Peu de différences dans les 
pourcentages des thymocytes sont observés entre les cellules non-infectées et les 
cellules infectées par les deux virus (Figs lA i à iii). L'état apoptotique de ces 
cellules est confinné par le test TUNEL où près de 90% de ces cellules non-infectées 
et infectées se sont avérées positives (Figs lIB i à iii). L'analyse de trois expériences 
similaires montrent que les pourcentages de cellules TUNEL+ ne varient pas en 
présence du virus CIA-I (Fig. 12). Par contre, la mise en culture des thymocytes de 
poussins SPF de 7 jours les rend aussi très sensibles à l'apoptose spontanée, tel que 
montré par le fort pourcentage de cellules TUNEL+. 
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Figure Il: Analyse FSC/SSC (A) des thymocytes de poussins SPF de 7jrs après 
72hrs d'infection in vitro avec les virus CUX-l (ii) et CIA-l (iii) comparée aux 
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Figure 12: Pourcentages des thymocytes TUNEL+ de poussins SPF 7jrs après 72hrs 
d'infection in vitro avec les virus CUX-1 et CIA-1 comparés aux non-infectés. 
Expérience réalisée en triplicata. 
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Dans la deuxième expérience les cellules sont plutôt marquées par de 
l'Annexin V-FITC et de l'iodure de propidium suivi d'une analyse en 
cytofluorométrie afin de distinguer les cellules en apoptose précoce et tardive. Ce 
marquage permet de distinguer trois groupes de cellules ayant des FSC/SSC 
différents (Fig. 13A). Les cellules ayant un faible FSC/SSC sont représentés par la 
région RI, les cellules ayant un FSC élevé avec un faible SSC sont représentées par la 
région R2 et les cellules ayant un FSC plus élevé que RI mais un SSC plus élevé que 
R2 sont représentées par la région R3. Il Y a très peu de différence dans les 
pourcentages des cellules non-infectées et de celles infectées par le CIA-l ou CUX-l 
et ce, dans les trois régions (RI, R2 et R3). 
Les cellules de la région R2 sont majoritairement non-apoptotiques de par leur 
phénotype IP-AnnexinV-, mais il y a aussi des cellules en début d'apoptose 
exprimant le phénotype IP-AnnexinV+, et en apoptose avancé IP+AnnexinV+ (Figs 
13 Bi, ii et iii). Dans la région R3, il y a environ 93% des cellules qui sont en 
apoptose avancée (IP+AnnexinV+) (Figs 13 Biv, v et vi) et dans la région RI il ya 
aussi des cellules en apoptose avancé (IP+AnnexinV+) avec une plus grande intensité 
que celles de la région R3, mais la région RI contient en plus quelques cellules en 
début d'apoptose (IP-AnnexinV+) (Figure 13 Bvii, viii et ix). L'observation du 
phénotype IP+AnnexinV-dans la région RI correspond à des cellules fragmentées où 
à des corps apoptotiques où l'ADN est marquée par l' IP. La présence du virus CUX-l 
entraîne une augmentation significative des cellules en début d'apoptose (IP­
AnnexinV+) (p<O.OS) et une baisse très hautement significative des cellules en 
apoptose avancée (IP+AnnexinV+) (p<O.OOS). La présence de la souche CIA-l 
entraîne aussi une hausse significative des cellules en début d'apoptose (p<O.OS) et 
une diminution significative des cellules en apoptose avancé (p<O.OS) (Fig. l4a). La 
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Figure 13 : Analyse FSC/SSC (A) des thymocytes de poussins SPF 7jr après 72hrs 
d'infection in vitro avec les virus CUX-l (ii) et ClA-l (iii) comparés à des cellules 
non-infectées et analyse multiparamétrique des populations ANNEXIN V/Iodure de 
Propidium (B) pour les cellules des régions R2 (i, ii et iii), R3 (iv, v et vi) et RI (vii, 
viii et ix) chez des cellules non-infectées (i, iv et vii), ou infectées avec les virus 
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Figure 14: Pourcentages des différentes sous-populations ANNEXIN V/Iodure de
 
Propidiurn pour les thymocytes non-infectés et infectés par les virus CUX-l et CIA-l
 
localisés dans la région RI Ca), R2 Cb) et R3 Cc). Expérience réalisée en triplicata.
 
* p< 0.05, *** p< 0.005 
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d'apoptose dans les cellules de la région R2 (p<O.05) (Fig. 14b). Par contre, la 
présence virale ne cause aucune variation dans les cellules de la région R3 (Fig. 14c). 
3.1.2.2. Analyse phénotypique des sous-populations thymiques 
3.1.2.2.1. Analyse phénotypique des sous-populations lymphocytaires CD4/CD8 
infectées par le CUX-l et le CIA-l 
Afin de vérifier laquelle ou lesquelles des populations thymiques sont 
affectées par l'infection virale chez des poussins SPF de 7 jours, des thymocytes sont 
infectés in vitro avec les virus CUX-1 et CIA-1 et incubés pour une période de 72hrs, 
en utilisant le surnageant des cellules MDCC comme contrôle (ou cellules non­
infectées). Les thymocytes sont alors lavés, immunomarqués avec des CD4-FITC / 
CDS-PE et analysés en cytofluorométrie. 
Tel que montré dans la figure 15A (i, ii et iii), l'analyse FSC/SSC de ces 
cellules révèle deux groupes de cellules différents par leur FSC/SSC. Les cellules de 
la région R2 possèdent une taille (FSC) et une granulosité (SSC) plus fortes que 
celles de la région RI. Peu de différences dans les pourcentages de cellules dans 
chacune de ces régions sont mises en évidence entre les cellules non-infectées et 
infectées par le CUX-1 et le CIA-1. 
L'analyse multiparamétrique des cellules de ces deux régions révèle plusieurs 
sous-populations en fonction de l'intensité de l'expression des marqueurs CD4 et 
CDS. Ainsi, chez les cellules ayant un FSC/SSC élevé (région R2), les phénotypes 
CD4+CDS\oW et CD4+CDShi g h sont les principales sous-populations observées autant 
chez les cellules non-infectées qu'infectées par les deux virus (Figure 15 Bi, ii et iii). 
Il n'y a pas de cellules provenant de la région R2 qui montrent les phénotypes CD4­
CDS'oW et CD4-CDShigh et très peu de cellules de phénotype CD4+CD8-. Par contre, 
70 
la sous-population CD4+CD8- provenant de la région R2 diminue en présence du 
virus CUX-l (p< 0.05) (Fig. 16Ab). Par ailleurs, les principales sous-populations 
présentes dans la région RI sont CD4+CD8high, CD4+CD8Iow et CD4+CD8- (Figs 15 
Biv, v et vi). Cependant, il est possible d'observer qu'en présence de virus CUX-l il 
y a une baisse significative de la population CD4+CD8- (p< 0.05) et une 
augmentation très hautement significative de la sous-population CD4+CD81o (p< 
0.005) (Fig. 16Aa). Le virus CIA-l n'entraîne, par contre, aucune variation 
significative des sous-populations CD4/CD8, malgré une tendance semblable, dans 
les différentes populations cellulaires, aux variations observées avec le virus CUX-l 
(Fig. 16Aa). 
L'analyse de l'intensité du marqueur CD8, tel que montré aux figures 16B a et 
b pour les cellules de la région RI et celles de la région R2, révèle qu'en présence du 
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Figure 15 : Analyse FSC/SSC (A) des cellules non-infectées (i) et infectées par les 
souches CUX-l (ii) et CIA-I (iii), et analyse phénotypique (B) des différentes sous 
populations CD4/CD8 pour les thymocytes normaux R2 (i, ii et iii) et apoptotiques 
RI (iv, v et vi), non-infectées Ci et iv) et infectés par les virus CUX-I (ii et v) ou CIA­
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Figure 16 : Pourcentages des différentes sous-populations CD4/CD8 (A) pour les 
thymocytes témoins et infectés par les virus CUX-1 et CIA-I apoptotiques (RI) (a) et 
normaux (R2) (b) et, intensité du marqueur CD8 (B) chez des thymocytes normaux 
(a) et apoptotiques (b). Expérience réalisée en triplicata. 
* p< 0.05, *** p< 0.005 
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3.1.2.2.2. Analyse phénotypique des sous-populations lymphocytaires CD3/CD8 
infectées par le CUX-l et le CIA-1. 
Il a été possible d'observer dans la section précédente une baisse des cellules 
CDS1ow• Afin de caractériser plus précisément le type de sous-population cellulaire 
CDS thymique affectée par la présence virale, des thymocytes de poussins de 7 jours 
SPF sont infectés in vitro par le CUX-1 et le CIA-l et incubés pour une période de 
72hrs, en utilisant le surnageant des cellules MDCC comme contrôle (ou cellules 
non-infectées). Les thymocytes sont alors lavés et immunomarqués avec des CD3­
FITC / CD8-PE et analysés en cytofluorométrie. 
Tel que déjà observé, l'analyse FSC/SSC a révélé les mêmes deux sous­
populations en fonction des paramètres FSC/SSC (Fig. 17A). Encore une fois peu de 
différences dans les pourcentages des cellules de chacune de ces régions entre les 
cellules non-infectées et infectées par les virus CUX-1 et le CIA-1 (Figs 17A i, ii et 
iii). 
L'analyse multiparamétrique des cellules de ces deux régions met en évidence 
plusieurs sous-populations en fonction de l'intensité de l'expression des marqueurs 
CD3 et CD8. Ainsi, les phénotypes CD3+CDS1ow et CD3+CDShi g h sont les principales 
sous-populations observées dans la région R2 (FSC/SSC élevés) chez les cellules 
non-infectées et infectées (Figure 17 Bi, ii et iii). Les cellules CD3 ou CD3+CDS­
sont peu représentées dans la région R2. L'ajout des deux virus n'entraîne aucune 
variation significative chez ces sous-populations (Fig. ISb). Par ailleurs, les 
différentes sous-populations de la région RI sont présentes en pourcentages variant 
environ entre 9% et 36%, sauf pour la sous-population CD3-CDShigh qui est présente 
seulement à environ 1% (Figs 17Biv, v et vi). Cependant, il est possible d'observer 
que la population CD3+CDSlow est augmentée en présence du virus CUX-l seulement 
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Figure 17 : Analyse FSC/SSC (A) des cellules non-infectées (i) et infectées par les 
souches CUX-I (ii) et CIA-I (iii), et analyse phénotypique des différentes sous 
populations CD3/CD8 (B) pour les thymocytes normaux R2 (i, ii et iii) et 
apoptotiques RI (iv, v et vi), non-infectées (i et iv) et infectés par les virus CUX-I (ii 
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Figure 18: Pourcentages des différentes sous-populations CD3/CD8 pour les 
thymocytes témoins et infectés par les virus CUX-1 et CIA-1, apoptotiques (a) et 
normaux (b). Expérience réalisée en triplicata. 
* p< 0.05 
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3.1.2.2.3. Analyse phénotypique des sous-populations lymphocytaires 
CD3/TCRyS infectées par le CUX-l et le CIA-l 
Il a été possible d'observer d'abord une baisse des cellules CD4+CD8 Iow et 
une augmentation des cellules CD3+CD8Iow en présence du virus CUX-l, mais non 
pas du virus CIA-l. Afin de vérifier si ces variations correspondent à un phénotype 
CD3+TCRyS+, des thymocytes de poussins de 7 jours SPF sont infectés in vitro par 
le CUX-1 et le CIA-1 et incubés pour une période de 72hrs, en utilisant le surnageant 
des cellules MDCC comme contrôle (ou cellules non-infectées). Les thymocytes sont 
alors lavés et immunomarqués avec des TCRyo-FITC/CD3-PE et analysés en 
cytofluorométrie. 
Tel que déjà observé, l'analyse FSC/SSC révèle les mêmes deux sous­
populations en fonction des paramètres FSC/SSC (Fig. 19A). Encore une fois peu de 
différences dans les pourcentages des cellules de chacune de ces régions entre les 
cellules non-infectées et infectées par le CUX-l et le CIA-l (Figs 19A i, ii et iii). 
L'analyse multiparamétrique des cellules de ces deux régions montre 
plusieurs sous-populations en fonction de l'intensité de l'expression des marqueurs 
CD3 et TCRyo. Ainsi, les cellules exprimant les phénotypes CD3+TCRyo low et 
CD3+TCRyShigh sont les principales sous-populations observées chez les cellules non­
infectées et infectées de la région R2 (FSC/SSC élevés) (Figs 19 Bi, ii et iii). Les 
cellules de la région R2 n'exprimant pas le marqueur CD3 ou présentant le phénotype 
CD3+TCRyS- sont peu représentées dans cet échantillon. L'ajout de virus n'entraîne 
aucune variation significative chez ces sous-populations (Fig. 20b). Par contre, dans 
la région RI, tel que montré dans les figures 17Biv, v et vi, toutes les sous­
populations sont présentes en pourcentages variant entre Il % et 39% sauf pour les 
sous-population CD3-TCRyohigh et CD3+TCRyo- qui sont présentes à moins de 6%. 
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Figure 19 : Analyse FSC/SSC (A) des cellules non-infectées (i) et infectées par les 
souches CUX-l (ii) et CIA-l (iii), et analyse phénotypique des différentes sous 
populations CD3/TCRyô (B) pour les thyrnocytes normaux R2 (i, ii et iii) et 
apoptotiques RI (iv, v et vi) non-infectées (i et iv) et infectés par les virus CUX-l (ii 
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Figure 20: Pourcentages des différentes sous-populations CD3/TCRy8 chez les 
thymocytes apoptotiques (a) et nonnaux (b), non-infectés et infectés par les virus 
CUX-l ou CIA-l. Expérience réalisée en triplicata. 
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3.1.3. Poussins commerciaux Ijr 
3.1.3.1. Apoptose causée par le CAV 
Les poussins commerciaux provieIU1ent de reproducteurs recevant une 
vaccination. Il est observé que les organes lymphoïdes de ces poussins sont plus 
développés, suggérant une meilleure capacité à répondre à des stimulations 
antigéniques. Afin de vérifier si le virus CAV montre un meilleur tropisme pour les 
cellules thymiques de ces poussins par rapport à celles de poussins SPF d'un jour, des 
thymocytes de poussins commerciaux de 1 jour sont mis en culture et infectés avec 
les virus CUX-l et CIA-l à un multiplicité d'infection de 0,01 à 0,1 pour des 
périodes de 72hrs. Ensuite, les cellules sont marquées avec de l'AIU1exin V-FITC et 
de l'Iodure de propidium pour être analysées en cytofluorométrie. La figure 2lA 
montre que les cellules ayant des faibles FSC et SSC sont retrouvés dans la région RI 
et les cellules ayant des FSC et SSC normaux sont représentées par la région R2. Il y 
a très peu de différence pour les pourcentages de ces deux régions (RI et R2) entre 
les cellules non-infectées et celles infectées par le CIA-l ou CUX-l. 
Dans la région R2, 80% des cellules sont en apoptose avancée 
(AnnexinV+IP+) et 20% sont en début d'apoptose (AIU1exinV+IP-) (Figs 21 Bi, ii et 
iii). L'ajout de virus ne cause aucune variation dans les pourcentages d'apoptose (Fig. 
22b). Par contre, les cellules de la région RI contieIU1ent autant de cellules en 
apoptose avancé (IP+AIU1exinV+) que des cellules en début d'apoptose (IP­
AnnexinV+) (Figs 21 Biv, v et vi). La présence du phénotype IP+AIU1exinV- dans la 
région RI correspond à des cellules fragmentées ou à des corps apoptotiques dont 
l'ADN est marquée par l'IP. Dans cette région RI, les virus CIA-l ou CUX-l 
entraînent une augmentation significative des cellules en début d'apoptose (IP­
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Figure 21 : Analyse FSC/SSC (A) des régions de cellules de thymocytes de poussins 
commerciaux ljr après 72hrs d'infection in vitro avec le surnageant cellulaire (i), les 
virus CUX-l (ii) et CIA-l (iii) et analyse des pourcentages des populations 
ANNEXIN VI Iodure de Propidium (B) pour les cellules normales (R2) (i, ii et iii), 
(R3) (iv, v et vi) et apoptotiques (RI) (vii, viii et vix) chez des cellules non-infectées 
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Figure 22: Pourcentages des sous-populations ANNEXIN V/Iodure de Propidium 
pour les thymocytes non-infectés et infectés par les virus eUX-l ou elA-l, 
apoptotiques (RI) (a) et nonnaux (R2) (b) et (R3) (c). 
* p< 0.05 
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3.1.3.2. Analyse phénotypique des sous-populations thymiques 
3.1.3.2.1. Analyse phénotypique des sous-populations lymphocytaires CD4/CD8 
infectées par le CUX-l et le CIA-l 
Afin de vérifier laquelle ou lesquelles des populations thymiques sont 
apoptotiques suite aux infections virales, des thymocytes de poussins commerciaux 
de 1 jour sont infectés in vitro par les virus CUX-l et le CIA-l et incubés pour une 
période de 72hrs, en utilisant le surnageant des cellules MDCC comme contrôle (ou 
cellules non-infectées). Les thymocytes sont alors lavés, immunomarqués avec des 
CD4-FITC / CDS-PE et analysés en cytofluorométrie. 
Tel que déjà observé, l'analyse FSC/SSC a révèle les mêmes deux sous­
populations en fonction des paramètres FSC/SSC (Fig. 23A). Les pourcentages des 
cellules de la région RI infectées par la souche CUX-l ou CIA-l augmentent 
d'environ 10% par comparaison avec les cellules contrôles non-infectées (Figs 23Ai, 
ii et iii). 
L'analyse multiparamétrique des cellules de ces deux régions montre 
plusieurs sous-populations en fonction de l'intensité de l'expression des marqueurs 
CD4 et CD8. Ainsi, des cellules exprimant les phénotypes CD4+CD8high sont les 
principales sous-populations observées chez les cellules non-infectées et infectées de 
la région R2 (FSC/SSC élevés) (Figs 23Bi, ii et iii). Par contre, l'ajout de la souche 
virale CUX-l seulement, induit une baisse significative (p< 0.05) de la sous­
population CD4+CDS low entraînant aussi une hausse significative (p< 0.05) de la 
sous-population CD4+CDShigh (Fig. 24b). D'autre part, toutes les sous-populations 
sont représentées sauf la sous-population CD4+CDS- dans la région RI, tel que 
montré par les figures 23 Biv, v et vi. La souche CUX-l entraîne une baisse 
significative (p< 0.05) de la sous-population CD4-CDS1ow (Fig. 24a). Par contre, la 
présence du virus CIA-l a engendré une baisse significative de la sous-population 
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CD4+CD8 Iow (p< 0.05) et une hausse significative de la sous-population 
CD4+CD8high (p< 0.05) (Fig. 24a). Les deux souches affectent les mêmes sous­
populations, mais les effets sont généralement plus évidents avec la souche CUX-l 
qu'avec la CIA-l. Ces variations sont également observées dans les cellules de la 
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Figure 23 : Analyse FSC/SSC (A) des cellules non-infectées (i) et infectées par les 
souches CUX-I (ii) et CIA-I (iii), et analyse phénotypique des différentes sous 
populations CD4/CD8 (B) pour les thymocytes normaux R2 (i, ii et iii) et 
apoptotiques RI (iv, v et vi), non-infectées (i et iv) et infectés par les virus CUX-I (ii 
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Figure 24 : Pourcentages des différentes sous-populations CD4/CD8 pour les 
thymocytes témoins et infectés par les virus CUX-I et CLA-I apoptotiques (RI) (a) et 
normaux (R2) (b). Expérience réalisée en triplicata. 
* p< 0.05 
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3.1.4. Comparaison des sous-populations CD4/CD8 chez des thymocytes de 
poussins de Ijr SPF et commerciaux. 
Les sous-populations CD4/CD8 présentes chez les poussms commerciaux 
peuvent être non seulement en proportions différentes de celles présentes chez les 
poussins SPF du même âge, mais peuvent aussi montrer une sensibilité différente aux 
virus CAV. Afin de vérifier cette hypothèse, les pourcentages de chacune des sous­
populations thymiques ont été analysées en combinant les données obtenues dans les 
expériences montrées dans les figures 1, 2, 3, 4, 23 et 24. Ainsi deux histogrammes 
sont obtenus où le premier compare les données pour le virus de référence CUX-1 
(Figure 25A) et le deuxième concerne le virus CIA-1 (Figure 25B). Tel que montré 
dans la figure 25, les sous-populations thymiques ne sont pas présentes dans les 
mêmes proportions selon qu'elles proviennent de cellules thymiques de poussins SPF 
ou commerciaux et ce, pour les cellules localisées dans les régions dites apoptotiques 
(RI) (a) et non-apoptotiques (R2) (b). 
Les populations CD4+CD8 high sont en plus fortes proportions, autant dans la 
région RI et R2, chez les thymocytes en provenance de poussins commerciaux (Fig. 
25A). Aussi, les pourcentages des populations CD4+CD8Iow, CD4-CD8Iow et CD4­
CD8high apoptotiques sont en proportions plus élevés chez les thymocytes en 
provenance de poussins commerciaux. Suite à l'infection par les virus CUX-1 et 
CIA-1, la population CD4+CD8high est augmentée seulement chez les thyrnocytes de 




90 * o SPf 1jr MDCC 
80 o SPf 1jr CUX-1a70 
~ Sirretin 1jr MOCC60 * 








CD4+ CD4+ CD4+ CD4- CD4- CD4+ CD4+ CD4+ CD4- CD4­





90 ~ SPf 1jr MOCC 
80 DSPf 1jr CIA-1 
70 a 31 Sirretin 1jr MOCC60 










CD4+ CD4+ CD4+ CD4- CD4- CD4+ CD4+ CD4+ CD4- CD4­
CDS- CD810 CDShi CDSla CDShi CDS- CD810 CD8hi CDSlo CDShi 
rvlarquages 
Figure 25: Pourcentages des sous-populations CD4/CD8 de thymocytes de poussins 
d'un jour SPF et commerciaux ayant été infectés par les souches virales CUX-l (A) 
ou CIA-I (B) pour la région apoptotique (RI) (a) et non-apoptotique (R2) (b). 
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3.1.5. Détection de l'ADN viral dans les thymocytes aviaires infectés codant pour 
la protéine VP3 du CAV. 
Afin de relier les effets apoptotiques et les modifications phénotypiques 
observées dans les thymocytes de poussins SPF et commerciaux à la réplication 
virale, la présence d'ADN viral codant pour la protéine VP3 est recherchée par un test 
PCR. La présence d'ADN viral, plus précisément de la région codant pour la VP3 
(l'apoptine), permet d'observer s'il y a réplication virale dans les thymocytes après 
leur infection. Les thymocytes sont incubés durant 24heures avec le traitement 
déterminé (surnageant de cellules, virus CUX-1 et CIA-l) pour être ensuite lavés, 
resuspendus dans un nouveau milieu de culture et incubés à nouveau pour une 
période de 48heures. Ensuite, les surnageants sont récoltés et congelés à -80C. Afin 
d'évaluer la présence virale, l'ADN de ces surnageants est extraite et amplifiée avec 
les amorces (VP3F et VP3R) de la VP3 pour 35 cycles (cycle optimal pour 
l'amplification). Ensuite, le produit de PCR est soumis à une migration dans un gel 
d'agarose à 1,5%. 
Tel que montré dans les figures 26A, B et C, la présence d'ADN codant pour 
la VP3 est observée dans les trois groupes de poussins (Figs 26A puits 6, 7 et 8; 26B 
puits 3 et 4; 26C puits 5 et 6). L'ADN viral n'est pas détecté dans les autres 
échantillons contrôles correspondant aux cellules non-infectés (Témoin négatif) et 
témoins de contrôle négatifs (blancs) (Figure 26A puits 2,3 et 4; 26B puits 1, 2, 5 et 
6; 26C puits 1,2,3 et 4). 
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Figure 26 : Détection de l'ADN viral (protéine VP3) dans les sumageants provenant 
des thymocytes de poussins SPF Ijr (A), 7jrs (B) et commerciaux Ijr (C), incubés 24 
heures avec le surnageant contrôle (MDCC), la souche CUX-l et la souche CIA-l, 
lavés à deux reprises avec du RPMI (SVF 20%) et réincubés pour une période de 48 
heures. Résultats représentatifs de trois expériences similaires. 
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3.2. Effets in vitro du virus CAV sur les cellules de rate de poussins SPF. 
Dans le but de vérifier si les virus CAV peuvent altérer la viabilité des 
lymphocytes de rate in vitro, plusieurs expériences ont été effectuées à partir de 
splénocytes isolés de poussins SPF d'un et 7 jours d'âge. Ainsi, le niveau d'apoptose 
pouvant être induit par le CAV tout comme le phénotype des cellules altérées par 
l'infection ont été analysés pour les poussins de 7 jours alors que seul le phénotypage 
des cellules de rate a été effectué chez les poussins d'un jour, étant donné le faible 
nombre de lymphocytes généralement obtenu. 
3.2.1. Poussins SPF âgés d'un jour 
3.2.1.1. Analyse phénotypique des sous-populations CD4/CD8 de splénocytes 
infectées par le CUX-l et le CIA-l 
Afin de vérifier si une ou plusieurs populations spléniques sont affectées 
par l'infection virale, des lymphocytes de rate de poussins SPF d'un jour ont été 
infectés in vitro par les virus CUX-I et le CIA-l et incubés pour une période de 
72hrs. Le surnageant des cellules MDCC a été utilisé comme contrôle négatif (ou 
cellules non-infectées). Les lymphocytes ont alors été lavés et immunomarqués avec 
du CD4-FITC / CDS-PE et analysés en cytofluorométrie. 
L'analyse FSC/SSC a révélé deux groupes de cellules différant par leur 
FSC/SSC (Fig. 27A). Les cellules de la région R2 possèdent une taille (FSC) et une 
granulosité (SSC) plus fortes que celles de la région RI. Il y a peu de différence dans 
les pourcentages de cellules dans chacune de ces régions entre les cellules non­
infectées (i) et infectées par le CUX-I (ii) ou le CIA-I (iii), quoique le pourcentage 
de cellules dans la région R2 soit légèrement plus faible en présence de virus. 
L'analyse multiparamétrique des cellules de ces deux régions montre que 
des cellules ayant un FSC/SSC élevé (région R2) expriment principalement les 
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phénotypes CD4+CD8+ et CD4+CD8- autant chez les cellules non-infectées 
qu'infectées par les virus CUX-l et CIA-l (Figs 27Bi, ii et iii). Les cellules ayant un 
FSC/SSC faible (région RI) montrent la présence de tous les phénotypes, mais 
principalement les phénotypes CD4-CD8-, CD4-CD8+ et CD4+CD8- (Figs 27Biv, v 
et vi). L'infection par le virus CUX-I entraîne une diminution des lymphocytes des 
phénotypes CD4+CD8- et CD4+CD8+ en faveur des CD4-CD8+. Le virus CIA-l 
montre des effets plus mitigés (Figs 27Bi, ii et iii). L'expérience a été réalisée en 
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Figure 27 : Analyse FSC/SSC (A) des cellules non-infectées (i) et infectées par les 
souches CUX-I (ii) et CIA-I (iii), et analyse phénotypique des différentes sous 
populations CD4/CD8 (B) pour les lymphocytes de rate normaux R2 (i, ii et iii) et 
apoptotiques RI (iv, v et vi), non-infectées (i et iv) ou infectés par les virus CUX-I (ii 
et v) et CIA-I (iii et vi). 
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3.2.2. Poussins SPF âgés de 7 jours 
3.2.2.1. Apoptose causée par le CAV 
Des expériences similaires à celles réalisées chez les poussins SPF d'un jour 
ont été réalisées avec des cellules de poussins SPF âgés de 7 jours. Les lymphocytes 
spléniques ont été mis en culture et infectés avec les virus CUX-1 et CIA-1 à un 
multiplicité d'infection de 0,01 à 0,1 pour une période de 72hrs. 
Afin de vérifier le niveau d'apoptose chez les cellules spléniques, les cellules 
ont été marquées par le réactif TUNEL et analysées en cytofluorométrie. Tel que 
montré dans la figure 28A, les cellules se retrouvent dans une région de faible FSC et 
SSc. L'état apoptotique de ces cellules a été confirmé par le test TUJ'JEL où près de 
80% de ces cellules non-infectées et infectées se sont avérées positives (Figs 28B i à 
iii). Peu de différences dans les pourcentages des splénocytes n'ont été observées 
entre les cellules non-infectées et les cellules infectées par les deux virus. L'analyse 
statistique révèle que les pourcentages de cellules TUJ'JEL+ ne varient pas en 
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Figure 28: Analyse FSC/SSC (A) et pourcentages des cellules TUJ\JEL positives dans 
la région sélectionnée (B) des lymphocytes de rate de poussins SPF de 7 jrs après 
72hrs d'infection in vitro avec les virus CUX-l (ii) et CIA-l (iii) comparées aux 
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Figure 29: Pourcentages des lymphocytes de rate de poussins SPF de 7jrs TUNEL+ 
après 72hrs d'infection in vitro avec les virus CUX-l et CIA-l comparés aux cellules 
non-infectés. Expérience réalisée en triplicata. 
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Afin de vérifier si les virus induisent une apoptose précoce ou tardive, les 
cellules ont plutôt été marquées par de l'Annexin V-FITC et de l'IP-PE suivi d'une 
analyse en cytofluorométrie. Ce marquage a permis de distinguer deux groupes de 
cellules ayant des FSC/SSC différents (Fig. 30A). Les cellules ayant un faible 
FSC/SSC sont représentées dans la région RI, les cellules ayant un FSC élevé avec 
un faible SSC sont localisées dans la région R2. Il y a une augmentation d'environ 
25% des cellules de la région RI en présence des virus CUX-l et CIA-I. Dans la 
région RI il y a principalement des cellules en apoptose avancé (lP+AnnexinV+) 
avec une très forte intensité (Figs 30 Bvii, viii et ix). L'observation du phénotype 
IP+AnnexinV- dans la région RI correspond à des cellules fragmentées ou à des 
corps apoptotiques où l'ADN est marquée par l'IP. La présence du virus CUX-l 
entraîne une tendance à l'apoptose précoce (IP-AnnexinV+) et tardive 
(IP+AnnexinV+) (Fig. 3la) chez les cellules de la région RI. Par contre, il y très peu 
de différence détectable pour les pourcentages de la région R2 entre les cellules non­
infectées et celles infectées par les virus CIA-l ou CUX-l. Toutefois, les cellules de 
la région R2 sont majoritairement non-apoptotiques de par leur phénotype IP­
AnnexinV-, mais en présence de virus il y a augmentation du pourcentage des 
cellules en apoptose avancée (IP+AnnexinV+) (Figs 30 Bi, ii et iii). Le virus CUX-l 
favorise l'apoptose tardive dans les cellules de la région R2 (Fig. 31 b). Cependant, il 
faut mentionner que l'expérience a été réalisée en duplicata, à cause du faible nombre 
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Figure 30 : Analyse FSC/SSC (A) des lymphocytes de rate de poussins SPF 7jrs après 
72hrs d'infection in vitro avec les virus CUX-1 (ii) et CIA-1 (iii) comparés à des 
cellules non-infectées (i) et analyse multiparamétrique des populations Annexin VI 
Iodure de Propidium (B) pour les cellules des régions R2 (i, ii et iii) et RI (iv, v et vi) 
chez des cellules non-infectées (i et iv), ou infectées avec les virus CUX-l (ii et v) et 
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Figure 31: Pourcentages des différentes sous-populations Annexin V/Iodure de 
Propidium pour les lymphocytes de rate témoins et infectés par les virus CUX-l et 
CIA-l dans les régions RI (FSC/SSC faibles) (a) et R2 (FSC/SSC normaux) (b). 
Expérience réalisée en duplicata. 
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3.2.2.2. Analyse phénotypique des sous-populations spléniques 
3.2.2.2.1. Analyse phénotypique des sous-populations lymphocytaires CD4/CD8 
infectées par le CUX-l et le CIA-l 
Afin de vérifier si une ou plusieurs populations spléniques sont affectées 
par l'infection virale, des lymphocytes de rate de poussins SPF de 7 jours ont été 
infectés in vitro par les virus CUX-l et le CIA-l et incubés pour Wle période de 
72hrs, en utilisant le surnageant des cellules MDCC comme contrôle (ou cellules 
non-infectées). Les lymphocytes ont alors été lavés et immunomarqués avec du CD4­
FITC / CD8-PE et analysés en cytofluorométrie. 
Tel que montré dans la figure 32A (i, ii et iii), l'analyse FSC/SSC de ces 
cellules révèle deux groupes de cellules différant par leur FSC/SSC. Les cellules de la 
région R2 possèdent une taille (FSC) et une granulosité (SSC) plus fortes que celles 
de la région RI. Peu de différences dans les pourcentages de cellules dans chacune de 
ces régions sont mises en évidence entre les cellules non-infectées et infectées par les 
virus CUX-l et le CIA-l. 
L'analyse multiparamétrique des cellules de ces deux régions révèle 
que des cellules ayant un FSC/SSC élevé (région R2) appartiennent principalement 
aux phénotypes CD4+CD8- suivi d'un faible pourcentage de cellules phénotypées 
CD4-CD8+ (Figs 32Bi, ii et iii). Les cellules ayant un FSC/SSC faible (région RI) 
montrent la présence de tous les phénotypes, mais principalement les phénotypes, 
CD4-CD8+ et CD4+CD8- (Figs 32Biv, v et vi). La présence des deux virus entraîne 
une baisse significative des cellules de la région RI ayant le phénotype CD4-CD8+ 
(p< 0.05) (Fig. 33a). Par contre, il n'y a aucune différence significative chez les sous­
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Figure 32 : Analyse FSC/SSC (A) des cellules non-infectées (i) et infectées par les 
souches CUX-l (ii) et CIA-l (iii), et analyse phénotypique des différentes sous 
populations CD4/CD8 (B) pour les lymphocytes de rate normaux R2 (i, ii et iii) et 
apoptotiques RI (iv, v et vi), non-infectées (i et iv) ou infectés par le CUX-1 (ii et v) 
et par le CIA-1 (iii et vi). 
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Figure 33: Pourcentages des différentes sous-populations CD4/CD8 pour les 
lymphocytes de rate témoins et infectés par les virus CUX-1 et CIA-1 dans les 
régions RI (FSC/SSC faibles) (a) et R2 (FSC/SSC normaux) (b). Expérience réalisée 
en triplicata. 
* p< 0.05 
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3.2.2.2.2. Analyse phénotypique des sous-populations lymphocytaires CD3/CD8 
infectées par les virus CUX-l et le CIA-l 
Il a été possible d'observer dans la section précédente une baisse des cellules 
spléniques CDS+. Ces cellules comprennent deux sous-populations, les CD3+CDS+ 
correspondant aux lymphocytes cytotoxiques, et les CD3-CDS+ associés aux cellules 
NK. Afin de caractériser plus précisément le type de sous-population cellulaire CDS 
splénique affectée par la présence virale, des lymphocytes de rate de poussins SPF de 
7 jours ont été infectés in vitro par le CUX-l et le CIA-l et incubés pour une période 
de 72hrs, en utilisant le surnageant des cellules MDCC comme contrôle (ou cellules 
non-infectées). Les lymphocytes ont alors été lavés et immunomarqués avec des 
anticorps anti-CD3-FITC / CD8-PE et analysés en cytofluorométrie. 
Tel que déjà observé, l'analyse FSC/SSC a révélé les mêmes deux sous­
populations en fonction des paramètres FSC/SSC (Fig. 34A). Encore une fois, peu de 
différences sont mises en évidence dans les pourcentages des cellules de chacune de 
ces régions entre les cellules non-infectées et infectées par les virus CUX-l et le CIA­
l (Figs 34A i, ii et iii). 
L'analyse multiparamétrique des cellules de ces deux régions montre que les 
hphénotypes CD3+CDSlow et CD3+CDShig sont les plincipales sous-populations 
observées dans la région R2 (FSC/SSC élevés) chez les cellules non-infectées et 
infectées (Figs 34 Bi, ii et iii). L'ajout des deux virus n'a entraîné aucune variation 
significative chez les sous-populations de la région RI (Fig. 35a). Toutefois, la 
présence des deux souches virales a causé une augmentation significative chez les 
cellules de la région R2 phénotypées CD3+CDSlow (p< 0.05) (Fig. 35b). Aussi la 
présence de la souche CUX-l a fait diminuer de manière significative la sous­
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Figure 34 : Analyse FSC/SSC (A) des cellules non-infectées (i) et infectées par les 
souches CUX-l (ii) et CIA-l (iii), et analyse phénotypique des différentes sous 
populations CD3/CD8 (B) pour les lymphocytes de rate nonnaux R2 (i, ii et iii) et 
apoptotiques RI (iv, v et vi), non-infectées (i et iv) et infectés par le virus CUX-l (ii 
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Figure 35: Pourcentages des différentes sous-populations CD3/CD8 pour les 
lymphocytes de rate témoins et infectés par les virus CUX-l et CIA-l dans les 
régions RI (FSC/SSC faibles) (a) et R2 (fSC/SSC normaux) (b). Expérience réalisée 
en triplicata. 
* p< 0.05 
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3.2.2.2.3. Analyse phénotypique des sous-populations lymphocytaires spléniques 
IgM/TCRyo infectées par le CUX-l et le CIA-l 
La rate est un organe pouvant contenir d'autres types de cellules que les 
lymphocytes T et les cellules NK, tels que les lymphocytes B. Afin de caractériser et 
de séparer les types de lymphocytes spléniques de poussins présents et affectés par la 
présence virale, des lymphocytes de rate de poussins SPF de 7 jours ont été infectés 
in vitro par le CUX-l et le CIA-l et incubés pour une période de 72hrs, en utilisant le 
sumageant des cellules MDCC comme contrôle (ou cellules non-infectées). Les 
lymphocytes ont alors été lavés et immunomarqués avec des anticorps anti-IgM-FITC 
/ TCRyS-PE et analysés en cytofluorométrie. 
Contrairement à la section précédente, l'analyse FSC/SSC n'a pas permis de 
discriminer clairement entre des cellules ayant des paramètres FSC/SSC différents 
(Fig. 36A). 
L'analyse multiparamétrique des cellules de cette région a nécessité une 
analyse plus délicate des sous-populations déterminées par le niveau d'expression des 
molécules d'IgM et de TCR-yS (Figs 36B et C). Pour cela, l'analyse a été effectuée à 
l'aide de polygones afin de cerner les populations cibles. La figure 36B représente 
l'analyse de trois sous-populations alors que la figure 36C discrimine deux sous­
populations dans la régionR3. La région R4 de la figure 36B contient les cellules de 
phénotype IgM+TCRyS-. Cette population ne semble pas affectée de manière 
significative par l'ajout de virus (Figs 36A, B et 37a). Par ailleurs, la région R6 
correspond aux cellules ne présentant aucun des deux phénotypes (IgM-TCRyS-) et 
elle ne varie pas en présence de virus (Figs 36A et B). Par contre, les cellules IgM­
TCRyS+ (région R5 de la figure 36B) augmentent de manière significative (p< 0.05) 
en présence du virus CUX-l et non pas en présence du virus CIA-l (Fig. 37a). De 
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Figure 36: Analyse FSC/SSC (A) des cellules non-infectées (i) et infectées par les 
souches CUX-l (ii) et CIA-I (iii), analyse phénotypique des différentes sous 
populations IgMlTCRy6 de la région RI (B) non-infectées (i) et infectés par le virus 
CUX-l (ii) ou le CIA-I (iii) et analyse de la région R5 des figures de B en deux sous­
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Figure 37: Pourcentages des différentes sous-populations IgM/TCRy8 pour les 
lymphocytes de rate témoins et infectés par les virus CUX-l et CIA-l ; section à 3 
régions donnée par les régions R4 (IgM+TCRy8-) et R5 (IgM-TCRy8+) (a) et section 
à 4 régions donnée par les régions R5 (IgM-TCRy8 IoW) et R7 (IgM-TCRy8high) (b). 
Expérience réalisée en triplicata. 
* p< 0.05 
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l'IgM. Cette région (R5 de la figure 36B) a été divisée en deux sous-populations 
correspondant aux cellules (région R5 de la figure 36C) IgMIOWTCRy81oW et (région 
R7 de la figue 36C) IgMIOWTCRy8high. Il est possible de remarquer une augmentation, 
quoique non-significative des cellules de phénotype TCRy810w et high (Fig. 37b). 
3.2.3. Détection de l'ADN viral dans les lymphocytes spléniques infectés codant 
pour la protéine VP3 du CAYo 
Afin de relier les effets apoptotiques et les modifications phénotypiques 
observées dans les lymphocytes de rate de poussins SPF à la réplication virale, la 
présence d'ADN viral codant pour la protéine VP3 a été recherchée par un test PCR. 
La présence d'ADN viral, plus précisément de la région codant pour la VP3, permet 
d'observer si l'apoptine est produite par les lymphocytes de rate après leur infection. 
Ces lymphocytes ont été incubés durant 24 hrs avec le traitement déterminé (MDCC, 
CUX-l et CIA-I) pour être ensuite lavés et resuspendus dans un nouveau milieu de 
culture et ré-incubés pour une période de 48 hrs. Ensuite, les surnageants ont été 
récoltés et congelés à -80C. Afin d'évaluer la présence virale, l'ADN de ces 
surnageants a été extraite et amplifiée avec les amorces (VP3F et VP3R) de la VP3 
pour 35 cycles (cycle optimal pour l'amplification). Ensuite, le produit de PCR a été 
soumis à une migration dans un gel d'agarose à 1,5%. 
Tel que montré dans la figure 38, la présence d'ADN codant pour la VP3 a été 
observée dans les splénocytes infectés avec l'un ou l'autre des virus provenant autant 
de poussins d'un jour que de 7 jours (Figs 38 puits 3, 4, 7 et 8). L'ADN viral s'est 
avéré absent dans les autres échantillons contrôles correspondants aux cellules non­
infectés (Témoin négatif) et témoins contrôles négatifs (blancs) (Figure 38 puits 1,2, 
5,6,9 et 10). 
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Ordre des puits 1 2 3 4 5 6 7 8 9 10 \ : Témoin négatif (Ijr) 
2 : MDCC (Ijr) 
3 : C\A-\ (ljr) 
4: CUX-I (ljr)309pb 5 : Témoin négatif (7jr) 
6 : MDCC (7jr) 
7: CIA-l (7jr) 
8 : CUX-l (7jr) 
9: DMEM 
la: H20 
Figure 38 : Détection de l'ADN viral (protéine VP3) dans les surnageants provenant 
des lymphocytes de rate de poussins SPF d'un jour (puits :1, 2, 3 et 4) et de 7 jrs 
(puits 5, 6, 7 et 8), incubés 24 hrs avec le surnageant contrôle (MDCC), la souche 
CUX-1 et la souche CIA-l, lavés à deux reprises avec du RPMI (SVF 20%) et 
reincubés pour une période de 48 ms. Les surnageants ont alors été congelés à -80C 
jusqu'à l'extraction de l'ADN. Résultats représentatifs de trois expériences similaires. 
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3.3. Effets in vitro du virus CAV sur les cellules lymphoïdes et myéloïdes de 
moëlle osseuse de poussins SPF. 
Dans le but de vérifier si les virus CAV peuvent altérer la viabilité et la 
maturation des cellules de moëlle osseuse in vitro, plusieurs expériences ont été 
effectuées à partir des cellules de moëlle osseuse isolées de poussins SPF de 1 et 7 
jours d'âge ou de moëlle osseuse de poussins commerciaux de 1 jour dont les 
progéniteurs avaient reçu une vaccination. Ainsi, le niveau d'apoptose pouvant être 
induit par le CAV, la phagocytose et le phénotype des cellules altérées par l'infection 
ont été analysés. 
3.3.1. Poussins SPF d'un jour d'âge 
3.3.1.1. Apoptose de cellules de moëlle osseuse causée par le CAV 
Les cellules de moëlle osseuse de poussins SPF ont été mises en culture et 
infectées avec les virus CUX-I à une multiplicité d'infection de 0,01 à 0,1 pour une 
période de 72hrs. Les cellules ont ensuite été marquées par le réactif TUNEL et 
analysées en cytofluorométrie. Tel que montré dans la figure 39A, peu de différences 
dans les pourcentages des cellules de moëlle osseuse sont observées entre les cellules 
non-infectées et les cellules infectées par les deux virus (Figure 39A i à iii). L'état 
apoptotique de ces cellules est confirmée par le test TllNEL où près de 35% de ces 
cellules sont positives pour le contrôle tandis que 68% pour les cellules infectées par 
le CUX-1 et 40% celles infectées par le CIA-1 (Fig. 39B i à iii). L'analyse de trois 
expériences similaires montrent que les pourcentages de cellules TUNEL+ ont 
tendance à augmenter en présence du virus CUX-l, mais cet effet n'est pas 
statistiquement significatif (Fig. 40). 
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3.3.1.2. Analyse phénotypique des sous-populations IgMJIa des cellules de moëlle 
osseuse infectées par le virus CUX-1. 
Afin de vérifier si une ou plusieurs populations cellulaires de la moëlle 
osseuse sont affectées par l'infection virale, des cellules de moëlle osseuse de 
poussins SPF d'un j our ont été infectées in vitro par le virus CUX-1 seulement et 
incubées pour une période de 72hrs, et le surnageant des cellules MDCC non­
infectées a été utilisée comme contrôle. Les cellules de moëlle osseuse ont alors été 
lavées, immunomarquées avec un anti-lgM-FITC / la-PE et analysées en 
cytofluorométrie. 
La figure 41A montre que trois groupes de cellules différant par leur FSC/SSC 
ont été observées. Les cellules de la région R2 possèdent une taille (FSC) plus forte 
que celle de la région R1 et une granulosité (SSC) plus forte que celle des cellules des 
régions R1 et R3. Les cellules de la région R3 sont plus grosses (FSC) que celles de 
la région R1. Il y a peu de différence dans les pourcentages de cellules dans chacune 
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Figure 39: Analyse FSC/SSC (A) des cellules de moëlle osseuse de poussins SPF 
d'un jour après 72hrs d'infection in vitro avec les virus CUX-l (ii) et CIA-l (iii) 
comparées aux cellules non-infectées (i) et pourcentages des cellules TUNEL 






















Figure 40 : Pourcentages des cellules de moëlle osseuse TUNEL+ de poussins SPF 
d'un jour après 72hrs d'infection in vitro avec les virus CUX-1 et CIA-l comparés 
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Figure 41 : Analyse FSC/SSC (A) des cellules non-infectées (i) et infectées par la 
souche virale CUX-1 (ii), et analyse phénotypique des différentes sous populations 
IgM/la (B) pour les cellules de moël1e osseuse des régions R2 (i et ii), R3 (iii et iv) et 
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Figure 42 : Pourcentages des différentes sous-populations IgM/la pour les cellules de 
moëlle osseuse non-infectées et infectés par le virus CUX-I dans les régions (RI) (a), 
(R2) (b) et (R3) (c). Expérience réalisée en triplicata. 
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L'analyse multiparamétrique des cellules de ces trois régions révèle plusieurs sous­
populations en fonction de l'intensité de l'expression des marqueurs 19M et la. 
Ainsi, des cellules ayant un FSC/SSC élevé (région R2) montrent principalement les 
phénotypes 19M+Ia+, et 19M-la+, autant chez des cellules infectées que non-infectées 
(Figs 41 Bi et 41 Bii). Les cellules des phénotypes 19M+la- sont peu représentées dans 
cet échantillon. Les cellules ayant un FSC plus grand mais un SSC plus faible (région 
R3) montrent la présence surtout du phénotype 19M-la+, mais il y a également 
présence du phénotype 19M+Ia- (Figs 41Biii et Biv). Les cellules de la région RI, 
ayant un faible FSC/SSC sont de phénotype 19M-la+ à environ 72% et 19M+la- à 
13% (Figs 41Bv et Bvi). Il a été possible d'observer qu'il n'y a aucune différence 
chez les cellules phénotypées 19M+la+ et 19M-la+ entre les cellules non-infectées et 
celles infectées par le virus CUX-l pour les régions RI et R3 (Figs 42a et c). Par 
ailleurs, il été possible d'observer une tendance à la baisse pour les cellules infectées 
de la région R2 exprimant le phénotype 19M+la+ et à l'augmentation pour celles du 
phénotype 19M-la+ (Fig. 42b). 
3.3.1.3. Analyse phénotypique des sous-populations IgM/CD45 des cellules de 
moëlle osseuse infectées par le CUX-l 
Le CD45 est une molécule présente chez plusieurs types de cellules 
précurseures dans la moëlle osseuse. Afin de vérifier si les tendances observées 
précédemment chez les populations IgM+la+ et 19M-la+ sont observables chez les 
populations 19M/CD45, des cellules de moëlle osseuse de poussins SPF d'un jour ont 
été infectées in vitro par le virus CUX-l et incubés pour une période de 72hrs, en 
utilisant le surnageant des cellules MDCC pour les cellules non-infectées. Les 
cellules de moëlle osseuse ont alors été lavées, immunomarquées avec du 19M-FITC/ 
CD45-PE et analysées en cytofluorométrie. 
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La figure 43A montre l'analyse FSC/SSC tel que déjà décrit dans la section 
précédente. Il y a peu de différence dans les pourcentages de cellules dans chacune de 
ces régions entre les cellules non-infectées (i) et infectées par le CUX-l (ii). 
L'analyse multiparamétrique des cellules de ces trois régions révèle plusieurs 
sous-populations en fonction de l'intensité de l'expression des marqueurs IgM et 
CD45. Ainsi, des cellules ayant un FSC/SSC élevé (région R2) montrent 
principalement le phénotype IgM-CD45+ et un faible pourcentage de cellules 
IgM+CD45- (Figs 43Bi et 4IBii). Les cellules des phénotypes IgM+CD45- sont peu 
représentées dans cet échantillon. Les cellules ayant un FSC plus grand mais un SSC 
plus faible (région R3) montrent la présence surtout du phénotype IgM-CD45+, mais 
il y a également présence du phénotype IgM+CD45+ (Figs 43Biii et Biv). Les 
cellules de la région RI, ayant un faible FSC/SSC sont de phénotype IgM-CD45+ à 
environ 80% et IgM+CD45- à 5% (Figs 43Bv et Bvi). Il a été possible d'observer 
qu'il n'y a aucune différence chez les cellules phénotypées IgM+CD45+, IgM­
CD45+ et IgM+CD45- entre les cellules non-infectées et celles infectées par le virus 






















50 100 150 200 250 0 50 100 150 200 250 
FSC+leight FSC+leight 
B) Marquages IgM/CD45 
v 
~ 80,71% 5,85% 
M M ; 






-100 3 4 410 10 103 10
v v 
iii) ~ 85,05% 3,15% iv) ~ 86,90% 3,50%
M M 
~ ~ 
0 • ~o .... .. ; .. ~o " .~. ,t. :~ô- ô­









Figure 43 : Analyse FSC/SSC (A) des cellules non-infectées (i) et infectées par la 
souche CUX-1 (ii), et analyse phénotypique des différentes sous populations 
IgM/CD45 (B) pour les cellules de moëlle osseuse normales R2 (i et ii), R3 (iii et iv) 
et apoptotiques RI (v et vi), non-infectées (i, iii et v) ou infectés par le CUX-l (ii, iv 
et vi). 
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Figure 44: Pourcentages des différentes sous-populations IgM/CD45 dans les 
cellules de moëlle osseuse témoins et infectées par le virus CUX-I dans les régions 
(RI) (a), (R2) (b) et (R3) (c). Expérience réalisée en triplicata. 
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3.3.2. Poussins SPF âgés de 7jours 
3.3.2.1. Apoptose des cellules de moëlle osseuse causée par le CAV 
Il est connu que la susceptibilité des poussins au virus CAV est en diminution 
dès 7 jours et devient presque nulle vers le 14e jour. Afin de vérifier si les cellules de 
moëlle osseuse de poussins de 7 jours son moins sensibles à l'apoptose qu'à un jour 
d'âge, des cellules de moëlle osseuse de poussins SPF ont été mis en culture et 
infectés avec les virus CUX-l et CIA-I à une multiplicité d'infection de 0,01 à 0,1 
pour des périodes de 72hrs. 
Dans une première expérience, les cellules ont été marquées par le réactif 
TUNEL et analysées en cytofluorométrie. Tel que montré dans la figure 45A, les 
cellules se retrouvent à un endroit sur le diagramme de distribution où les paramètres 
FSC et le SSC sont assez faibles. Peu de différences dans les pourcentages des 
cellules de moëlle osseuse dans la région RI sont observées entre les cellules non­
infectées et les cellules infectées par les deux virus (Fig. 45A i à iii). Les cellules 
obtenues montrent des caractéristiques FSC/SSC assez semblables même en présence 
de virus (Fig. 45A). L'état apoptotique de ces cellules est confirmée par le test 
TUNEL où une majorité des cellules sont positives (Fig. 45Bi à iii). Cependant le 
pourcentage de cellules TUNEL+ est plus élevé (Fig. 45Bi et ii) pour les cellules 
infectées par le CUX-I et un peu moins pour le virus CIA-l. L'analyse de plusieurs 
échantillons, par contre, ne permet pas de démontrer statistiquement ces 
augmentations quoique la tendance à la hausse soit remarquée (Fig. 46). 
Dans la deuxième série d'expériences, les cellules ont plutôt été marquées par 
de l'Annexin V-FITC et de l'IP-PE, suivies d'une analyse en cytofluorométrie afin de 
distinguer les cellules en apoptose précoce et tardive. Ce marquage a permis de 
distinguer deux groupes de cellules selon les paramètres FSC/SSC (Fig. 47A). Les 
cellules ayant un faible FSC/SSC sont représentées par la région RI et les cellules 
ayant un FSC/SSC élevé sont représentées par la région R2. Il n'y a pas de différence 
notable dans les pourcentages des deux régions (RI et R2) entre les cellules non­
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infectées et celles infectées par le eIA-1 ou eux-1. La région RI contient 
majoritairement des cellules en apoptose avancée (IP+AnnexinV+) suivie de cellules 
en début d'apoptose (IP-AnnexinV+) (Figs 47Biv, v et vi). L'observation du 
phénotype IP+AnnexinV-dans la région RI correspond à des cellules fragmentées ou 
à des corps apoptotiques où l'ADN est marquée par l'IP. En présence du virus eux­
1 le pourcentage des cellules en apoptose avancée (IP+AnnexinV+) tend à diminuer 
(Fig. 48a). Par ailleurs, il n'y a aucune différence entre les pourcentages des cellules 
en début d'apoptose infectées par le eUX-l ou eLA-l (IP-AnnexinV+), en apoptose 
avancé (IP+AnnexinV+) ou des débris cellulaires (IP+AnnexinV-) (Fig. 48b). 
D'autre part, les cellules de la région R2 sont majoritairement non­
apoptotiques de par leur phénotype IP-AnnexinV-, mais il y a aussi des cellules en 
début d'apoptose, caractérisées par leur positivité à l'Annexin V seulement, et 
quelques cellules en apoptose avancée positives à l'IP et à l'AnnexinV+ (Figs 47 Bi, 
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Figure 45 : Analyse FSC/SSC (A) des cellules de moëlle osseuse de poussins SPF de 
7 jrs après 72hrs d'infection in vitro avec les virus CUX-1 (ii) et CIA-1 (iii) 
comparées aux cellules non-infectées (i) et pourcentages des cellules TUNEL+ dans 
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Figure 46: Pourcentages des cellules de moëlle osseuse TUNEL+ de poussins SPF de 
7 jrs après 72hrs d'infection in vitro avec les virus CUX-1 et CIA-l comparés aux 
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Figure 47 : Analyse FSC/SSC (A) des cellules de moëlle osseuse de pOUSSInS SPF 
7jrs après 72hrs d'infection in vitro avec les virus CUX-1 (ii) et CIA-1 (iii) comparés 
à des cellules non-infectées (i), et analyse multiparamétrique des populations 
ANNEXIN V/Iodure de Propidium (B) pour les cellules des régions R2 (i, ii et iii) et 
RI (iv, v et vi) en provenance de cellules non-infectées (i et iv), ou infectées avec les 















Annexin V+ / Annexin V+ / Annexin V- / Annexin V+ / Annexin V+ / Annexin V- / 
Iodure de Iodure de Iodure de Iodure de Iodure de Iodure de 
Propidium- Propidium+ Propidium+ Propidium- Propidium+ Propidium+ 
Sous-populations 
Figure 48: Pourcentages des différentes sous-populations ANNEXIN V/Iodure de 
Propidium pour les cellules de moëlle osseuse non-infectées et infectées par les virus 
CUX-l et CIA-l dans les régions RI (a) et R2 (b). Expérience réalisée en triplicata. 
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3.3.2.2. Analyse phénotypique des sous-populations IgM/la des cellules de moëlle 
osseuse infectées par les virus CUX-l et le CIA-l 
Afin de vérifier si une ou plusieurs populations cellulaires présentatrices 
d'antigènes de la moëlle osseuse peuvent être affectées par l'infection virale, des 
cellules de moëlle osseuse de poussins de 7 jours SPF ont été infectés in vitro par les 
virus CIA-l ou le CUX-l et incubés pour une période de 72hrs, en utilisant le 
surnageant des cellules MDCC pour les cellules non-infectées. Les cellules de moëlle 
osseuse ont alors été lavées, immunomarquées avec du IgM-FITC / la-PE et 
analysées en cytofluorométrie. 
La figure 49A montre l'analyse FSC/SSC de ces cellules où deux groupes de 
cellules différant par leur FSC/SSC ont été observées. Les cellules de la région R2 
possèdent une taille (FSC) et une granulosité (SSC) plus forte que celle de la région 
RI. Il y a peu de différence détectable dans les pourcentages de cellules dans chacune 
de ces régions entre les cellules non-infectées (i) et infectées par le CUX-l (ii) et le 
CIA-l (iii). 
L'analyse multiparamétrique des cellules de ces deux régions révèle que des 
cellules ayant un FSC/SSC élevé (région R2) montrent principalement le phénotype 
IgM-Ia+ suivi du phénotype IgM+Ia+ et ce, autant chez des cellules infectées que 
non-infectées (Figs 49Bi, Bii et Biii). Les cellules de phénotypes IgM+Ia- sont peu 
représentées dans cette région. Les cellules de la région RI, ayant un faible FSC/SSC 
sont majoritairement de phénotype IgM-Ia+ (Figs 49Biv, Bv et Bvi). Il n'y a aucune 
différence dans les pourcentages des différentes populations entre les cellules non­
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Figure 49 : Analyse FSC/SSC (A) des cellules non-infectées (i) et infectées par les 
souches CUX-l (ii) et CIA-l (iii), et analyse phénotypique des différentes sous 
populations IgM/Ia (B) pour les cellules de moëlle osseuse normales R2 (i, ii et iii) et 
apoptotiques RI (iv, v et vi), non-infectées (i et iv) ou infectés par les virus CUX-l (ii 
et v) ou CIA-l (iii et vi). 
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Figure 50 : Pourcentages des différentes sous-populations IgM/la pour les cellules de 
moëlle osseuse non-infectées et infectées par les virus CUX-l ou le CLA-l, dans les 
régions RI (a) et R2 (b). Expérience réalisée en triplicata. 
129 
3.3.2.3. Analyse phénotypique des sous-populations IgM/CD45 des cellules de 
moëlle osseuse infectées par le CUX-l et le CIA-l 
Afin de vérifier si les populations cellulaires de la moëlle osseuse exprimant le 
CD45 sont affectées par l'infection virale, des cellules de moëlle osseuse de poussins 
de 7 jours SPF ont été infectés in vitro par les virus CIA-l ou le CUX-l et incubés 
pour une période de 72hrs, en utilisant le surnageant des cellules MDCC comme 
contrôle (ou cellules non-infectées). Les cellules de moëlle osseuse ont alors été 
lavées, immunomarquées avec du IgM-FITC/CD45-PE et analysées en 
cytofluorométrie. 
Tel que montré par la figure 5lA, l'analyse FSC/SSC des deux groupes de 
cellules différant par leur FSC/SSC, tel que décrit à la section précédente, n'a révélé 
aucune différence dans les pourcentages de cellules dans chacune de ces régions entre 
les cellules non-infectées (i) et infectées par les virus CUX-l (ii) et le CIA-l (iii). 
L'analyse multiparamétrique des cellules de ces deux régions révèle que chez 
les cellules ayant un FSC/SSC élevé (région R2), le phénotype IgM-CD45+ est 
prédominant autant chez des cellules infectées que non-infectées (Figs 51 Bi, Bii et 
Biii). Les cellules de phénotypes IgM+CD45- ou même IgM+CD45+ sont peu 
représentées dans cet échantillon. Les cellules de la région RI, tout comme celles de 
la région R2, sont majoritairement de phénotype IgM-CD45+, toutefois on y retrouve 
également une population IgM+CD45+ (Figs 51Biv, Bv et Bvi). Il n'y a aucune 
différence entre les pourcentages de ces populations entre les cellules infectées et 
non-infectées pour la région RI (Fig. 52a). Cependant, les cellules IgM+CD45+ dans 
la région R2 augmentent en présence de CUX-1 et alors que les cellules IgM-CD45+ 
diminuent (p<O.05) (Fig. 52b). 
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Figure 51 : Analyse FSC/SSC (A) des cellules non-infectées (i) et infectées par les 
souches CUX-l (ii) et CIA-l (iii), et analyse phénotypique des différentes sous 
populations IgM/CD45 (B) pour les cellules de moëlle osseuse normales R2 (i, ii et 
iii) et apoptotiques RI (iv, v et vi), non-infectées (i et iv) ou infectés par les virus 
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Figure 52: Pourcentages des différentes sous-populations IgM/CD45 pour les 
cellules de moëlle osseuse non-infectées et infectés par les virus CUX-l ou CIA-l, 
dans les régions RI (a) et R2 (b). Expérience réalisée en triplicata. 
* p<O.05 
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3.3.3. Détection de l'ADN viral dans les cellules de moëlle osseuse aviaires 
infectées codant pour laprotéine VP3 du CAV. 
Afin de vérifier s'il y a eu expression de la VP3 et réplication virale malgré 
l'absence d'apoptose induite et le peu de variations phénotypiques chez les cellules 
de moëlle osseuse infectées, la présence de l'ADN viral codant pour la protéine VP3 
a été recherchée par un test PCR. Les cellules de moëlle osseuse ont été incubés 
durant 24 heures avec les différentes suspensions virales ou non-infectées (MDCC, 
CUX-1 et ClA-1) pour être ensuite lavées, resuspendues dans un nouveau milieu de 
culture et re-incubées pour une période de 48 hrs. Ensuite, les surnageants ont été 
récoltés et congelés à -80C. L'ADN de ces surnageants a été extrait et amplifié avec 
les amorces (VP3F et VP3R) de la VP3 pour 35 cycles (cycle optimal pour 
l'amplification). Ensuite, le produit de PCR a été soumis à une migration dans un gel 
d'agarose à 1,5% et relevé par rayons ultraviolets. 
Tel que montré dans les figures 53A et B, la présence d'ADN codant pour la 
VP3 a été observée dans les cellules de moëlle osseuse en provenance des deux 
groupes de poussins SPF (1 et 7 jours) infectés avec l'un ou l'autre des souches 
cirales (Figs 53A puits 5 et 6; 53B puits 5 et 6). L'ADN viral s'est avéré absent dans 
les autres échantillons contrôles correspondants aux cellules non-infectées (Témoin 
négatif) et aux témoins contrôle négatifs (Figure 53A puits 1, 2, 3 et 4; 53B puits 1, 2, 
3 et 4). 
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Figure 53 : Détection de l'ADN viral (protéine VP3) dans les sumageants provenant 
de cellules de moëlle osseuse de poussins SPF 1jr (A) et 7jrs (B), incubées 24heures 
avec le surnageant contrôle (MDCC), la souche CUX-1 et la souche CIA-1, lavées à 
deux reprises avec du RPMI (SVF 20%) et réincubées pour une période de 48heures. 
Les sumageants ont alors été congelés à -80C jusqu'à l'extraction de l'ADN. 
Résultats représentatifs de trois expériences similaires. 
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3.4. Effets in vitro des virus CAV sur la phagocytose par les cellules adhérentes 
de moëlle osseuse de poussins d'un jour. 
Afin de vérifier si l'activité phagocytaire des cellules myéloides adhérentes de 
la moëlle osseuse peut être affectée par la présence virale, des cellules de moëlle 
osseuse de poussins commerciaux d'un jour ont été infectées durant 72 heures in vitro 
par le CAVet stimulées avec du LPS. Les cellules ont été incubées avec des billes 
fluorescentes à 39°C durant 120 minutes sous agitation et lavées avec une solution de 
BSA (2%). Ensuite les niveaux de fluorescence des cellules ont été analysés par 
cytofluorométrie. 
Tel que montré par la figure 54A, les cellules adhérentes de moëlle 
osseuse non-stimulées par le LPS se séparent en deux groupes; l'un ayant un plus 
grand FSC/SSC (la région RI) et l'autre ayant un FSC/SSC plus faible (région R2). 
L'analyse de la fluorescence émise par ces cellules ayant phagocyté des billes est 
montré par la figure 54Bi Bii et Biii pour la région RI et dans la figure 54B iv, v et vi 
pour la région R2. Il est possible de constater que trois pics de fluorescence sont 
présents, le premier pic correspond à l'ingestion d'une bille fluorescente, le second 
pic à deux billes et le dernier pic à trois billes et plus. Les résultats indiquent que les 
deux virus ont augmenté les pourcentages de la région RI ayant phagocyté une, deux 
et trois billes et plus. La stimulation de la phagocytose semble plus élevée en 
présence de la souche CUX-l que la souche ClA-l. Lorsque les cellules sont mises en 
présence de LPS (Figs 55A et B), la phagocytose est encore plus stimulée par les 
deux virus. Par contre, il a été possible d'observer qu'il n'y a pas eu de fluorescence 
émise par les cellules de la région R2 (Figs 54Biv, v et vi et 55Biv, v et vi). 
L'analyse des expériences réalisées en triplicata confirme ces observations 
puisque les pourcentages de phagocytose de billes fluorescentes sont plus élevés chez 
les cellules infectées par les deux souches de CAV lorsque comparés à celui des 
cellules contrôles (Fig 56). Ainsi, sans LPS le pourcentage de cellules ayant 
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phagocyté une bille et significativement (p<O.05) plus élevé chez les cellules 
infectées par le CIA-I seulement (Fig. 56 Ml/Sans LPS). Par contre, chez les cellules 
stimulées avec du LPS, les pourcentages de cellules ayant phagocyté une bille est 
significativement (p<O.05) plus élevé pour les cellules ayant été infectées aussi par le 
CUX-l. Chez les cellules ayant phagocyté deux billes, il n'y a aucune différence 
entre les cellules non-stimulées infectées et contrôles, contrairement aux cellules 
stimulées au LPS où la présence virale (CUX-I ou CIA-I) entraîne une augmentation 
de la phagocytose (p<O.05) (Fig. 56). Par contre, aucune différence n'est mise en 
évidence entre les cellules non-infectées et infectées lorsque les cellules ont 
phagocyté trois billes et plus (Fig 56). Les pourcentages de phagocytose de 3 billes et 
plus chez les cellules stimulées au LPS semblent augmenter chez les cellules 
infectées par le CUX-I, mais sont significativement plus élevés chez les cellules 
infectées par le CIA-I (Fig 56). Les cellules stimulées ont donc phagocyté plus de 
billes que les cellules non-stimulées et les virus CAVont augmenté la capacité de 
phagocytose des cellules isolées de la moëlle osseuse. 
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Figure 54: Analyse FSC/SSC (A) des cellules de moëlle osseuse de poussins 
conunerciaux d'un jour non-stimulées et infectés in vitro avec les virus CUX-l (ii) et 
CIA-l (iii) durant 72 hrs, et intensité de la fluorescence (B) des cellules ayant 
phagocyté 1 bille (Ml), 2 billes (M2) et 3 billes et plus (M3) provenant des cellules 
de la région RI (i, ii et iii) et de la région R2 (iv, v et vi) non-infectées (i et iv) et 
infectées par les virus CUX-l (ii et v) ou CIA-l (iii et vi). 
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Figure 55: Analyse FSC/SSC (A) des cellules de moëlle osseuse de poussins 
commerciaux d'un jour stimulées avec du LPS et infectéess in vitro avec les virus 
CUX-I (ii) et CIA-I (iii) durant 72 hrs, et intensité de la fluorescence (B) des cellules 
ayant phagocyté l bille (Ml), 2 billes (M2) et 3 billes et plus (M3) provenant des 
cellules de la région RI (i, ii et iii) et de la région R2 (iv, v et vi), non-infectées (i et 
iv) et infectées par les virus CUX-I (ii et v) ou CIA-I (iii et vi). 
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Figure 56 : Pourcentages des cellules ayant phagocyté une bille (Ml), deux billes 
(M2) et trois billes et plus (M3) ou non-stimulées ou non avec du LPS et infectées 
avec les virus CIA-l ou CUX-l. Expérience réalisée en triplicata. 
* p<O.05 
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3.5 Effets in vitro du CAV sur la transformation blastique par les cellules du 
thymus chez les poussins SPF 1 jour et de la rate chez les poussins SPF 7 jours. 
Dans le but de vérifier si les virus CAV peuvent stimuler ou inhiber l'activité 
métabolique ou la division cellulaire des thymocytes ou des lymphocytes de rate in 
vitro, plusieurs expériences ont été effectuées à partir de thymocytes isolés de 
poussins SPF de 1 et 7 jours d'âge ou de thymus de poussins commerciaux de 1 jour 
dont les progéniteurs avaient reçu une vaccination, ainsi qu'à partir de lymphocytes 
de rate de poussins SPF 7 jours. 
Les thymocytes de poussins SPF et commerciaux de 1 jour et SPF de 7 jours 
ainsi que les lymphocytes de rate de poussins SPF de 7 jours ont été mis en culture en 
absence et en présence de 30~g/ml de concanavaline A (ConA) et infectés avec les 
virus CUX-1 et CIA-1 à un multiplicité d'infection de 0,01 à 0,1 pour des périodes de 
72hrs. Après 14 hrs d'infection, une solution de MTS/PMS a été ajoutée et les 
lectures de l'absorbance ont été effectués à 490nm 4 hrs plus tard à l'aide d'un lecteur 
de microplaques. Les lectures successives ont été prises environ aux 12 heures 
jusqu'à concurrence de 72 heures. 
Tel que montré dans la figure 57A, l'activité métabolique des thymocytes de 
poussins SPF d'un jour non-stimulés par la ConA ne varie pas significativement entre 
les cellules non-infectées et infectées par l'un ou l'autre des virus. La stimulation des 
thymocytes par la ConA ne modifie pas les effets des souches virales puisqu'aucune 
hausse ou diminution de l'activité métabolique par rapport aux cellules non-infectées 
n'est mise en évidence (Fig. 57B) malgré une tendance à la baisse plus marquée chez 
les cellules infectées. Par contre, la diminution de l'activité métabolique en moins de 
36 hrs environ et ce, pour les contrôles et les échantillons infectés en présence et en 
absence de ConA (Fig. 57), suggère que les thymocytes supportent mal la culture in 
vitro. Des résultats similaires sont obtenus chez des thymocytes de poussins 
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commerciaux d'un jour ou des thymocytes de poussins âgés de 7 jours (résultats non 
montrés). 
Par ailleurs, les lymphocytes de rate supportent mieux la culture in vitro, car 
le niveau basal d'activité métabolique est plus élevé que celui observée chez les 
thymocytes (Figs 57 et 58). Aussi, en absence de ConA, l'activité métabolique des 
lymphocytes spléniques infectés avec les virus CIA-l et CUX-1 est significativement 
plus élevée (p<0,ü5) comparée au contrôle à partir de 48 heures (Fig. 58 A). Par 
contre, après la stimulation par la ConA, il n'y a pas de différence significative entre 
les cellules non-infectées et les lymphocytes infectés (Fig. 58B). 
141 
Thymus SPF 1jr 





























° 18 h 24 h 35 h 48 h 72h 
TerJl)s (heures) 


























18 h 24 h 35 h 48 h 72h 
TerJl)s (heures) 
Figure 57: Stimulation blastique des thymocytes de poussms SPF d'un jour en 
culture, non-infectés et infectés avec les virus CIA-1 ou le CUX-1 en absence (A) ou 
en présence de 30~g1ml de ConA (B). 
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Figure 58: Stimulation blastique des lymphocytes de rate de poussins SPF de 7jrs en 
culture, non-infectés et infectés avec les virus CIA-l ou le CUX-1 en absence (A) ou 
en présence de 30llg/ml de ConA (B). 
* p<O.05 
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3.6 Effets in vitro du CAV sur la sécrétion de cytokines (INF-y et TGF-131) par 
les cellules du thymus, de la rate et de la moëlle osseuse. 
Afin de vérifier si la diminution, en présence de ConA, de l'activité 
métabolique des lymphocytes de rate induite par les virus et non chez les thymocytes 
s'accompagne de la diminution de la production des cytokines, telles que l'interféron­
y (IFN-y), un test ELISA a été réalisé sur des surnageants provenant des thymocytes 
ou des lymphocytes de rate isolés de poussins SPF d'un et 7 jours d'âge en culture 
infectés par les virus CAV. 
Pour ce faire, les thymocytes de poussins SPF d'un et 7 jrs ont été mis en 
culture et infectés avec les virus CUX-1 et CIA-1 à un multiplicité d'infection de 0,01 
à 0,1 pour une période de 72 heures. Après 72 heures les sumageants ont été récoltés 
pour analyser leur quantité d'INF-y à l'aide d'un test ELISA. Le même protocole à 
été réalisé pour les lymphocytes de rate de poussins SPF d'un et 7 jrs, mais les 
surnageants ont été récoltés à 24 heures d'infection. 
Il a été possible d'observer une très faible sécrétion d'INF-y chez les 
thymocytes de poussins SPF d'un jour comparée à celle des poussins de 7 jrs (Fig. 
59). Cependant aucune différence significative n'a été observée chez les thymocytes 
de poussins SPF d'un jour infectés comparativement aux cellules non-infectées. 
Les thymocytes non-infectés de poussins de 7 jours produisent plus d'INF-yalors 
qu'une baisse significative de la sécrétion d'INF-y a été observée chez les thymocytes 
infectés par la souche CUX-1 seulement (P<0.05) (Fig. 59). 
Au contraire, les lymphocytes de la rate de poussins d'un jour produisent une 
plus grande sécrétion d'INF-y que ceux en provenance de poussins de 7 jours (Fig. 
60). L'infection de ces cellules par les deux virus CAV n'a pas modifié 
significativement la sécrétion d'INF-y par les lymphocytes de rate de poussins d'un 
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jour. Par contre, chez les lymphocytes de rate de poussins de 7jours, la sécrétion 
d'INF-y a eu tendance à baisser en présence de CUX-l, mais pas de manière 
significative. Cependant, les cellules de moëlle osseuse en présence ou non de virus 
n'ont pas produit d'INF-y (résultats non-montrés). 
D'autre part, la cytokine immunosuppressive TGF-~ a été analysée, selon la 
même approche que pour l'INF-y. Les virus CUX-l et CIA-l n'altèrent pas la 
sécrétion de TGF-~ l par les cellules du thymus et de la moëlle osseuse ainsi que des 
lymphocytes de rate de poussins SPF d'un et 7 jrs (résultats non-montrés), alors que 
le niveau de sécrétion moyen des cellules non-infectées est de 100 pg/ml. 
Donc, tous ces résultats mettent en évidence des effets autant inhibiteurs que 
stimulateurs de certaines fonctions lymphocytaires et macrophagiques induits par les 
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Figure 59: Quantité de l'INF-y aviaire produite par des thymocytes de poussins SPF 1 
et 7 jrs après 72heures d'infection avec les virus CIA-1 ou le CUX-l. Expérience 
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Figure 60: Quantité d'INF-y aviaire produite par des lymphocytes de rate de poussins 
SPF d'un et 7 jrs après 24 hrs d'infection avec les virus CIA-1 ou le CUX-l. 




Nos travaux ont permis de mettre en évidence les effets des virus CAV 
directement sur les cellules thymiques et myéloïdes de jeunes poussins. Ainsi, nous 
avons montré que les virus CAV entraînent in vitro l' apoptose précoce des sous­
populations thymiques exprimant le marqueur CD8 principalement. Par contre, les 
cellules 1\TK (CD3-CD8+) ou exprimant le TCR-yo ne sont pas affectés par la 
présence virale. L'apoptose précoce des thymocytes est induite par la replication 
virale des deux souches de virus, la souche pathogène CUX-l et la souche atténuée 
CIA-I, quoique les effets soient plus mitigés avec la souche CIA-I. D'autre part, les 
deux souches virales peuvent aussi stimuler les thymocytes exprimant le marqueur 
CD8 principalement lorsque ces cellules proviennent de poussins plus âgés ou 
commerciaux, mais cette stimulation est aussi associée à une augmentation 
d'apoptose des cellules en division et à une baisse de la production d'IFN-y. Par 
contre, le virus CUX-l a augmenté plus fortement l'apoptose et la phagocytose des 
macrophages myéloïdes. Ces résultats montrent que les souches de CAV peuvent 
induire l'apoptose de cellules lymphoïdes in vitro des populations 
TCR-a~ exprimant principalement le CD8, des macrophages myéloïdes tout en 
modulant leurs fonctions. 
4.1 L'induction d'apoptose lors des infections in vitro par les souches CUX-1 et 
CIA-1 du CAV. 
L'infection in vitro des cellules thymiques et des cellules adhérentes myéloïdes 
avec les souches pathogène CUX-I et atténuée CIA-I a montré que l'apoptose de ces 
cellules pouvait être augmentée, tel que démontré par un test TUNEL et par un 
148 
double marquage AnnexineV-IP. Le test TUNEL permet d'évaluer le pourcentage de 
cellules montrant une fragmentation de l'ADN en oligonucléosomes caractéristiques 
de l'activité endonucléasique sans définir à quel stade de l'apoptose sont rendues les 
cellules suite à leur contact avec les virus. L'utilisation des marqueurs aIUlexinV et IP 
permet de distinguer les cellules en apoptose dite précoce ou tardive ainsi que de les 
différencier des cellules nécrotiques. Nos résultats indiquent que les virus CUX-1 et 
CIA-I favorisent une apoptose précoce plutôt que tardive des thymocytes même après 
72 hrs d'infection. Cet effet du CAV doit être analysé dans le contexte des différentes 
étapes du processus d'apoptose. Ainsi, l'apoptose se divise en trois stades dont le 
premier correspond au signal initial suivi d'une période de latence de longueur 
variable selon la nature du stimulus initial, la seconde correspond à la phase 
d'exécution durant laquelle la cellule montre une condensation de la chromatine, et de 
la vacuolisation cytoplasmique (Teodoro et Branton, 1997). C'est à ce stade que se 
manifeste la fragmentation caractéristique de la chromatine ce qui correspond à 
l'apoptose précoce. Finalement, les corps apoptotiques résultant du bourgeoIUlement 
de la membrane cytoplasmique contenant des fragments d'ADN se forment et sont 
phagocytés par les macrophages. Cette dernière étape correspond à l'apoptose tardive 
et elle s'accompagne d'une diminution du volume cellulaire (Teodoro et Branton, 
1997). 
Nous avons démontré, chez les thymocytes de poussins SPF de 7 jours ou 
commerciaux d'un jour, que le test TUNEL mettait peu ou pas en évidence une 
apoptose accrue chez les cellules infectées, alors que le test Annexin V-IP démontrait 
clairement une augmentation de l'apoptose précoce et une baisse ou peu d'apoptose 
tardive des cellules infectées (paramètres FSC/SSC faibles). Les cellules provenant de 
la région normale (paramètres FSC/SSC élevés) montraient aussi, une augmentation 
de l'apoptose précoce. Ces résultats indiquent que le virus CAV favorise plutôt une 
apoptose précoce alors que l'apoptose spontanée des thymocytes non-infectés après 
72 hrs est surtout de nature tardive, ce qui suggère que le mécanisme par lequel le 
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VIruS induit l'apoptose des cellules diffère en partie des mécanismes d'apoptose 
normaux du thymus. Il est connu que le virus CAV code pour l'apoptine (VP3) qui 
induit l'apoptose par un mécanisme différent de celui de l'apoptose des cellules 
thymiques. L'apoptine induit l'apoptose dans les cellules en division, tel que montré 
par ses effets pour les cellules transformées ou dérivant de tumeur autant d'origine 
humaine qu'aviaire (Notebom 2004; Zhuang et al. 1995a; Zhuang et al. 1995b; 
Douglas et al. 1995). Ainsi, l'expression de l'apoptine en soi est suffisante pour 
déclencher l'apoptose (Notebom et al. 1994). Elle se retrouve dans le noyau des 
cellules en mitose mais lorsque la cellule ne se divise pas, elle se retrouve dans le 
cytoplasme (Danen-Van Oorschot et al. 1997). L'apoptine peut déclencher la cascade 
des caspases via la caspase-3 même en présence du facteur anti-apoptotique bcl-2 
cytoplasmique ou sans passer par la voie pro-apoptotique p53 (Zhuang et al. 1995a et 
b). Il est connu que les thymocytes expriment le facteur anti-apoptotique bcl-2 lors 
des étapes de division cellulaire et sont alors protégés contre l'apoptose (Murga et 
Barber 2002). Nos résultats suggèrent que les virus CAV peuvent induire l'apoptose 
chez des thymocytes en mitose alors que ces mêmes cellules sont protégées par la 
présence de bcl-2 contre l'apoptose normale thymique, ce qui explique que le CAV 
peut augmenter le niveau d'apoptose des thymocytes suite à l'infection virale. Les 
faibles augmentations d'apoptose que nous avons détectées par le test TUNEL mais 
plus évidente par le test AnnexinV-IP, reflèteraient le fait que les thymocytes mis en 
culture ne se divisent presque plus, par absence de facteurs de croissance, et que dans 
une telle situation, l'apoptine virale ne peut induire l'apoptose dans des cellules ne se 
divisant plus. Ainsi, le niveau d'apoptose spontanée des cellules thymiques restait 
très élevé dans ces cultures, surtout lorsque les cellules provenaient de poussins SPF 
d'un jour d'âge. Il a été montré que la survie in vitro des thymocytes de poussins d'un 
jour dépendait de la présence de cellules stromales thymiques et que les cellules 
attachées à ces cellules stromales pouvaient entrer en apoptose ou être en mitose 
(Makumoto et al. 1999). De plus, peu de cellules en mitose étaient détectées parmi les 
cellules non-attachées. Aussi, la survie des thymocytes dépend de la production de 
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cytokines. D'autre part, les travaux réalisés sur le mécanisme d'induction de 
l'apoptine (Danen-Van Oorschot et al. 2000) suggèrent que l' apoptine nécessite en 
amont la présence de facteurs cellulaires non encore identifiés pour déclencher le 
processus apoptotique même si elle utilise en aval la voie des caspases. 
De plus, l'apoptose induite par le virus CAV diffère de celle de l'apoptose 
thymique normale par le fait que les cellules infectées par le CAV deviennent 
apoptotiques après plus de 64 hrs d'infection (Notebom et al. 1994) alors que 
l'apoptose spontané des thymocytes apparaît plus rapidement (Wyllie et al. 1980). 
Aussi, les résultats de la sensibilité des cellules thymiques et des lymphocyte 
spléniques stimulées par la ConA in vitro ne montrent aucune modification d'activité 
métabolique en présence du virus, indiquant que l'infection virale demeure latente ou 
abortive ou qu'elle n'affecte pas les cellules qui ne se divisent pas. 
La rate de poussin est également un site où l'on retrouve des pertes de 
cellules, mais aussi des cellules infectées par le CAV (Notebom et Koch 1995). 
Cependant, nous n'avons pas pu vérifier l'apoptose chez les poussins SPF d'un jour à 
cause du trop faible nombre de lymphocytes obtenus par rate puisque ces poussins 
n'ont pas été préalablement en contact avec des agents vaccinaux ou infectieux ayant 
favorisé une stimulation des cellules spléniques. Par contre, il a été possible de 
vérifier par les test TUNEL et Annexin V-IF que, chez les poussins SPF de 7 jours, 
l'infection par le CAV des lymphocytes de rate n'induisait aucune apoptose. Encore 
une fois, le fait que les lymphocytes spléniques n'entrent pas en apoptose en présence 
du virus CAV peut s'expliquer par le fait que les lymphocytes spléniques sont 
matures et ne se divisent que suite à une stimulation antigénique, ce qui n'est pas le 
cas des cellules spléniques de poussins SPF. Le virus CUX-l a même entraîné une 
augmentation de la stimulation blastique chez ces cellules non-stimulées. Par contre, 
les cellules spléniques de poussins commerciaux d'un jour, qui proviennent de 
progénitrices vaccinées, qui sont en plus grand nombre, ont montré un niveau 
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d'apoptose accru en présence des virus CAV. Contrairement aux cellules thymiques, 
le niveau d' apoptose des lymphocytes spléniques de ces poussins varie selon la 
souche virale. Le niveau d'apoptose est plus élevé lorsque les cellules sont en contact 
avec la souche pathogène CUX-1 qu'avec la souche atténuée CIA-1, suggérant que la 
pathogénicité de ces souches pourraient être en relation avec leur capacité à induire 
l'apoptose. 
L'infection par le CAV implique l'apoptose des cellules infectées à cause de la 
protéine VP3 (apoptine) qui est nécessaire au cycle viral (Noteborn et Koch 1995). 
Les lymphopénies ou atrophies de divers organes lymphoïdes primaires et 
secondaires déjà observées chez des poussins infectés in vivo par le CAV, impliquent 
non seulement les dérèglements immunomodulateurs, mais aussi la perte de diverses 
cellules immunes par apoptose (Hu et al. 1993; Adair et al. 2000; McConnell et al. 
1993b; Cloud et al. 1992a; Jeurissen et al. 1992b). Nos résultats in vitro suggèrent 
que la perte des cellules thymiques, spléniques ou myéloïdes serait en partie due à 
l'effet pro-apoptotique du virus (probablement via la production de VP3) mais aussi 
qu'il est possible in vitro d'étudier le mécanisme par lequel le CAV entraîne la mort 
de ces cellules. Jusqu'à maintenant, les informations obtenues résultaient de 
l'infection virale de cellules transformées, cancéreuses ou infectées par le virus de 
Marek (Noteborn et al., 1994; Danen-Van Oorschot et al., 2000; Zhuang et al., 1995 a 
et b; Leliveld et al. 2003). 
Par contre, les cellules adhérentes de la moëlle osseuse en provenance de 
poussins SPF et mises en culture avec du GM-CSF et de l'IL-7 (afin de favoriser la 
production de macrophages myéloides et/ou de précurseurs lymphoides) se sont 
avérées sensibles à l' apoptose induite par les virus, telle que détectée par les tests 
TUNEL ou Annexin V-IP. Les cellules myéloïdes en provenance de poussins 
commerciaux ont aussi montré une sensibilité à l'apoptose induite par la souche 
CUX-1 surtout. Il est possible que les macrophages de la moëlle osseuse soient une 
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cible importante pour les virus, car nous savons que la plupart des infections in vivo 
par le CAV causent des pertes visibles de cellules myéloïdes entre le 14 et 21 jours 
post-infection (Notebom et Koch 1995; Goryo et al. 1985; Otaki et al. 1987; 
Taniguchi et al. 1982; Yuasa et al. 1979; Yuasa et Imai 1986). 
4.2 Les effets de l'infection in vitro par le CAV sur les sous-populations 
cellulaires selon les marqueurs CD4/CD8 dans les organes lymphoïdes de jeunes 
poussins. 
Les résultats observés sur l'apoptose induite par les souches CUX-l et 
CIA-l du virus CAV sur les populations thymiques suggèrent que certaines sous­
populations de lymphocytes seraient des cibles spécifiques aux virus. Il est aussi 
possible que l'apoptose ne soit pas le mécanisme principal de débalancement 
immunitaire mais que des anêts ou des anomalies de maturation des thymocytes 
soient plutôt induites par le virus. 
Nous avons montré que les populations thymiques exprimant le marqueur 
CD8 étaient affectées par la présence de la souche virulente (CUX-l) et de la souche 
atténuée (CIA-l) et ce, chez les cellules provenant des trois groupes de poussins (SPF 
d'un et 7 jours et commerciaux d'un jour). En effet, il a déjà été établi que les cellules 
du thymus sont affectées lors l'infection in vivo de jeunes poussins (Goryo et al. 
1985; Otaki et al. 1987; Taniguchi et al. 1982; Yuasa et al. 1979; Yuasa et Imai 
1986) entraînant généralement l'atrophie du thymus due à la perte des lymphocytes 
corticaux et médullaires, mais ces effets s'atténuent avec l'âge du poussin (McNulty 
1991). Nos travaux ont montré que les sous-populations de thymocytes infectés 
variaient en fonction de l'âge et du type de poussin d'où provenaient les cellules. 
Malgré le fait que le test TUNEL n'a pas permis d'observer une apoptose 
significative reliée à l'infection in vitro par le CAV des thymocytes de poussins SPF 
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d'un jour, des baisses dans les populations thymiques exprimant les phénotypes CD3­
CD4_CD81ow et CD3-CD4-CD8high ont été mises en évidence. Ces observations 
suggèrent que l'infection virale favoriserait un débalancement dans ces sous­
populations sans nécessairement entraîner une apoptose significative. Il est aussi 
possible que la baisse de ces sous-populations résulte de l'apoptose de ces cellules, 
qui sont en pourcentages relativement faibles dans le thymus, rendant difficile leur 
détection, ou puisse provenir d'une diminution de l'expression des molécules CD4 et 
CD8. 
Chez les poussins SPF d'un jour, il a été possible d'observer une perte des 
thymocytes du phénotype CD4-CDSlow lors de l'infection in vitro par les deux 
souches virales. Ce résultat supporte la théorie d'Adair et al. (1993) qui soutient que 
les cellules exprimant le CD4_CDSlow sont des cellules cibles du virus. De plus, nous 
avons constaté une baisse des thymocytes CD3-CDS low. Cette sous-population 
pourrait en fait être la même qu'observée ci-dessus (CD4-CDS1ow). Cette sous­
population cible serait alors caractérisée par le phénotype CD3-CD4-CD81ow, soit 
celui d'une cellule T immature (ou précurseure), car il a en effet été démontré que les 
cellules T immatures avant d'acquérir le co-récepteur CD3 à leur surface, doivent 
passer par un stade où elles co-exprimeraient le CD4 et le CDS (Paramithiotis et al. 
1991; Adair et al. 1993). 
Nous avons aussi constaté une perte des cellules de phénotype CD4-CD8high 
chez les thymocytes de poussins SPF d'un jour infectés in vitro par les virus CUX-l. 
Les cellules CD4-CD8+ sont des cellules T matures cytotoxiques (Erf et al. 1995), 
mais dans ce cas-ci les cellules affectées peuvent aussi être des cellules T immatures 
exprimant fortement le CD8 avant d'exprimer le CD4 (Adair et al. 1993) ou dont 
l'expression du marqueur CD4 aurait été bloquée. Il est bien connu que dans le 
thymus aviaire, il y a expression de thymocytes CD4+CDSlow et une importante 
population co-exprimant les molécules CD4 et CD8 (Luthlala et al. 1997 et Luhtala, 
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1998). Par contre, ces cellules expriment un CD8a.a. et non pas un CD8a.~ car il 
semble y avoir une exclusion sélective du CD4 par la chaîne ~ du CD8 et non par la 
chaîne a.. Les cellules CD4+CDShi gh qui ont été diminuées par l'infection virale 
seraient des cellules qui expriment une activité cytotoxique (Luhtala et al. 1997). En 
effet, une diminution des cellules T cytotoxiques dans les thymus de poussins infectés 
in vivo a été rapportée, mais à date, cette perte a plutôt été associée à une baisse des 
cellules T immatures plutôt qu'à l'apoptose des lymphocytes T matures cytotoxiques 
(Adair et al. 1993 et Hu et al. 1993b). 
Au contraire, ce qui a été observé avec les thymocytes de poussins SPF d'un 
JOur, les thymocytes de poussins commerciaux d'un jour ou SPF de 7 jours ne 
montrent pas les même modifications dans les sous-populations thymiques. Chez les 
poussins commerciaux d'un jour, le test d'Annexin V-IP a pennis de mettre en 
évidence une nette augmentation de l'apoptose précoce plutôt qu'avancée chez les 
thymocytes infectés. En effet, les pourcentages des populations thymiques 
CD4+CD8 Iow et CD4_CD81ow étaient en baisse alors que les thymocytes CD4+CD8high 
et CD4_CD8high étaient augmentés. Ces résultats suggèrent soit une augmentation du 
processus de maturation thymique ou, au contraire, une diminution des cellules 
précurseures entraînant indirectement une augmentation relative des populations 
thymiques plus matures. 
Les différences dans les modifications des sous-populations lymphocytaires 
suite aux infections virales entre les thymocytes de poussins SPF d'un jour et les 
poussins commerciaux ou SPF de 7 jours peuvent refléter le fait que les poussins SPF 
d'un jour possèdent plus de cellules CD4_CD81ow ou CD4_CD8high pouvant 
correspondre aux cellules précurseurs des CD4+CD8high (Adair et al. 1993). Les 
poussins commerciaux proviennent de reproductrices vaccinées et donc mis en 
contact avec divers types d'antigènes d'où le développement plus rapide des 
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populations lymphocytaires effectrices (Erf et al. 1998). Par contre, étant donné que 
les populations sont plus matures chez le poussin commercial, il est normal 
d'observer également une diminution des populations exprimant le CD4+CD8 Iow 
correspondant à des cellules T encore immatures. Ainsi, tout comme il a été observé 
chez le poussin SPF d'un jour, la sous-population CD4-CDS low qui a diminué suite 
aux infections virales, représenterait alors aussi une population de lymphocytes T 
précurseurs. 
Toutefois, l'augmentation des populations thymiques de phénotype 
CD4+CD8high et CD4_CD8high pourrait refléter une stimulation de l'expression du 
marqueur CD8 chez ces cellules. Cette hypothèse a déjà été soulevée par l'équipe de 
Hu et al. (1993b), qui soutiennent que le virus peut interférer avec la présentation de 
certains antigènes (CD4 et/ou CD8). Il est aussi connu que l'expression de la chaîne ~ 
du TCR entraîne un blocage de l'expression du CD4, favorisant ainsi une 
augmentation des lymphocytes CD8+ cytotoxiques (Luhtala 1998). Cette hypothèse 
expliquerait la baisse des thymocytes exprimant le CD4+CDS1ow, des cellules en voie 
de devenir CD4+CD8hig\ qui aurait été contre-balancée par une augmentation des 
cellules de phénotype CD4+CD8high . 
D'autre part, la rate aviaire ne contient pas de cellules T précurseures. Les 
infections in vitro de lymphocytes purifiés de rate ont été très difficiles étant donné le 
très faible nombre de lymphocytes présents chez les poussins SPF d'un jour. Les 
expériences concernant les populations de lymphocytes T CD4/CDS ont donc 
uniquement été réalisées en duplicata. Une tendance à la baisse des populations 
CD4+CD8- et CD4-CDShig\ soit les lymphocytes auxiliaires et cytotoxiques 
respectivement, a été remarquée. Toutefois, chez les poussins SPF de 7 jours la 
quantité plus élevée de lymphocytes T spléniques obtenus a permis de montrer une 
baisse causée par l'infection par le CAV de la sous-population de lymphocytes de rate 
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exprimant CD4_CDShigh, malS aussi une baisse des cellules exprimant le 
hCD3+CDShi g • Il est fort plausible que la sous-population en baisse dans la rate soit de 
phénotype CD3+CD4-CDShigh correspondant aux cellules T cytotoxiques et non pas 
h
aux cellules de type NK qui présentent un phénotype CD3_CDShig . Ces observations 
sur les lymphocytes spléniques vont à l'encontre de l'hypothèse de la stimulation de 
l'expression du CDS chez les thymocytes suite à l'infection virale. Aussi, nous avons 
plutôt observé que l'infection in vitro par le CAV des thymocytes entraînait une 
baisse des cellules de phénotype CD4+CDS- et une augmentation des cellules de 
phénotype CD4+CDS low et CD3+CDS low. La baisse des cellules CD4+CDS- a déjà été 
observée chez des thymocytes de poulets infectées in vivo. Il a en effet été rapporté 
des baisses de lymphocytes T CD8+ (cytotoxiques) et CD4+ (auxiliaires) dans la rate 
de poulets infectés in vivo durant 14 et 21 jours (Cloud et al. 1992a; Hu et al. 1993b). 
Aussi, les cellules cytotoxiques se sont avérées plus sensibles à l'infection par le 
CAV (Cloud et al. 1992a; Adair et al. 1993). La replication virale a été mise en 
évidence dans les cellules thymiques exprimant les marqueurs CDS et CMH-I alors 
que dans la rate, les cellules exprimant en plus les molécules TCR-2 et CD3 
favorisaient la réplication virale indiquant que le virus infecteraient les cellules 
précurseurs dans le thymus mais les cellules matures dans la rate exprimant le CDS 
(Adair et al. 1993). 
Par ailleurs, nous avons aussi observé une augmentation des cellules spléniques 
exprimant le CD3+CDS1ow• Ceci suggère soit un passage en circulation de 
lymphocytes encore immatures, tel que déterminé par le faible niveau d'expression 
du CDS ou l'induction d'un processus apoptotique des lymphocytes CDS+ matures 
dans la rate suite à l'infection virale. 
D'autre part, la baisse de la population CD4+CDS- et l'augmentation de la 
population CD4+ CDS low observées chez les thymocytes infectés de poussins SPF de 
7 jours suggère que l'infection virale favoriserait la maturation puique la population 
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CD4+CD8- pourrait être stimulée à exprimer le marqueur CD8. Cette hypothèse n'est 
pas supportée par les connaissances sur les processus de maturation thymique où les 
deux marqueurs CD4 et CD8 devraient apparaître simultanément (Luthlala, 1998). Il 
serait alors plus probable que l'augmentation des cellules CD4+CD8 Iow reflète plutôt 
l'apoptose précoce de cellules CD4+CD8high, tel que montré par la baisse des cellules 
thymiques plus grosses (en division) lors de l'analyse cytofluorométrique. Aussi, la 
baisse du pourcentage des cellules en apoptose pourrait être lié au fait que le virus 
prend beaucoup de temps pour se répliquer (Notebom et al. 1992; Phenix et al. 1994) 
et qu'il maintiendrait ces populations en apoptose précoce où la diminution de 
volume de ces cellules, par la perte des corps apoptotiques, serait ralentie, augmentant 
ainsi le nombre de cellules dans la région des cellules normales lors d'une analyse 
FSC/SSC. 
Il est proposé que la baisse des lymphocytes exprimant fortement le CD8 ait 
entraîné une augmentation relative des cellules CD3+CD4+CD8 Iow, soit une 
population de cellules T immatures en train de se différencier en cellules T auxiliaires 
(en train de perdre l'expression du CD8), type cellulaire impliqué dans la réponse 
inflammatoire ainsi que dans la présentation d'antigènes (Paramithiotis et al. 1991; 
Adair et al. 1993; Bucy et al. 1990). Par contre, les études in vivo ont montré que les 
lymphocytes transformés par le virus de Marek permettant la réplication du virus 
CAV exprimaient les marqueurs des CD4 suggérant que les lymphocytes CD4+ 
pourraient aussi être des cellules-cibles pour le virus (Adair et al. 1993). 
4.3 Les effets de l'infection in vitro par le CAV sur les sous-populations 
cellulaires selon les marqueurs TCR dans les organes lymphoïdes de jeunes 
poussins. 
Les thymocytes exprimant le marqueur CD8 à leur surface appartiennent à 
plusieurs sous-populations en relation avec la nature du TCR. Il a été possible de 
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noter que l'infection in vitro par le CAV ne cause aucune variation chez les 
populations exprimant le TCR-y8 (TCRl) ou même le CD3. Probablement que les 
cellules exprimant le CD3+TCR-y8 sont des thymocytes matures, car 60% des 
cellules de poussins d'un jour expriment le TCR- a~ (TCR-aV ~ 1 : TCR2 ou TCR­
aV~2: TCR3), tandis que seulement 10% expriment le TCR-y8 (Vainio et al. 1990; 
Bucy et al. 1990). L'analyse ontogénique des thymocytes aviaires a montré que la 
maturation se fait par vagues successives de cellules progénitrices qui expriment le 
TCR-y8 3 jours plus tôt que le TCRa~ (Dunon et al. 1997). Nos résultats suggèrent 
alors que la cellule-cible pour le virus est possiblement inunature mais dont le niveau 
de maturation se situe entre l'étape du ré-arrangement du TCR-y8 et celui du TCR­
a~ ou que la nature du marqueur important pour la permissivité de la cellule au virus 
n'est pas en relation avec la nature du TCR. 
D'autre part, la rate contient également des lymphocytes B qui proviennent 
de la bourse et servent à la réponse humorale. Ces cellules se caractérisent 
principalement par l'expression des marqueurs, Ia+ (CMH de classe II) et IgM+ 
(Chen et al. 1982; Yasuda et al. 2003). Cependant, nous n'avons observé aucune 
variation des cellules B exprimant l'IgM infectées in vitro par le CAV. Par ailleurs, 
afin de séparer les lymphocytes T et B nous avons fait un marquage TCR-y8/IgM et 
nous avons constaté une augmentation des cellules phénotypées IgM-TCR-y8+, 
suggérant un recrutement des cellules TCR-y8 ou, plutôt une augmentation relative 
suite à la diminution des autres populations lymphocytaires spléniques. 
4.4 Les effets de l'infection in vitro par le CAV sur les cellules myéloïdes en 
culture. 
Nos résultats ont démontré que l'infection par le CAV sur des cellules de 
moëlle osseuse de poussins SPF d'un jour ne cause aucune perte des populations des 
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cellules B, cellules présentatrices d'antigènes ou autres. Les mêmes résultats ont été 
obtenus chez les poussins SPF de 7 jours, sauf qu'une baisse de la population IgM­
CD45+ a été notée. La moëlle osseuse est le lieu de l'hématopoïèse et le CAV devrait 
infecter les cellules précurseures (Taniguchi et al. 1982, 1983). Les effets de 
l'infection virale sur les macrophages myéloïdes se sont aussi manifestés par une 
augmentation d'apoptose mais aussi par une diminution du marqueur CD45 et une 
augmentation de la phagocytose de ces cellules. Une grande variété de cellules de la 
moëlle osseuse, telles que celles appartenant aux lignées myéloïdes et aux cellules 
présentatrices d'antigènes expriment le récepteur CMH de classe II et le CD45 
(Jeurissen et al. 2000a), quoique ce dernier marqueur soit aussi présent à la surface de 
cellules non-immunitaires. La diminution des cellules exprimant le marqueur CD45 
et provenant de la moëlle osseuse ne donne pas beaucoup d'informations sur la nature 
des cellules-cibles myéloïdes. Le double marquage IgM/CD45 a permis de démontrer 
que les lymphocytes B présents dans la moëlle osseuse (Boyd et Ward 1978; Brand et 
al. 1983) n'étaient pas affectés par le CAYo Quoique les cellules B se retrouvent 
principalement dans la bourse de Fabricius, durant l'embryogenèse, ils se retrouvent 
également dans la moëlle osseuse jusqu'à quelques jours après l'éclosion (Houssaint 
et al. 1989). Un très faible pourcentage des ces cellules B précurseurs expriment le 
IgM et le CD45 à leur surface (Ody et al. 1999). Ainsi, les lymphocytes B ne sont pas 
la population cellulaire qui a été diminuée par l'infection in vitro des cellules 
myéloïdes en culture. Il a déjà été montré lors d'infection in vivo que les cellules 
myéloïdes de poussins de moins de 7 jours qui exprimaient le virus possédaient le 
CMH-II mais n'appartenaient pas aux lymphocytes (Adair et al. 1993). 
L'infection in vitro des cellules myéloïdes n'a pas permis de mettre en 
évidence des changements majeurs autres que ceux cités plus haut. Cette absence 
d'effet est plutôt surprenante car il est bien connu que l'un des sites majeurs de la 
replication du virus CAV sont les hémocytoblastes, qui sont des précurseurs 
érythroblastoides. Il a été démontré que le CAV entraîne la perte des cellules de 
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moëlle osseuse résultant en une anémie et une baisse des leucocytes en circulation 
(Taniguchi et al. 1982, 1983). Cela suggère en effet une destruction des progéniteurs 
des lignées myéloïdes qUl donnent habituellement naissance aux 
monocytes/macrophages. Il a aussI été proposé par Adair (2000) que l'infection 
lytique des cellules érythroblastiques était responsable de l'anémie observée chez les 
poussins alors que la destruction des thrombocytes entraînait des problèmes de 
coagulation. Nos résultats pourraient alors s'expliquer par le fait que cultiver les 
cellules myéloïdes en présence de GM-CSF et d'IL-7 favorisait la production de 
cellules de lignée macrophagoérythroide et des précurseurs des lymphocytes T et B 
(Iwasaki-Arai et al. 2003). Cette explication est aussi supportée par le fait que les 
cellules obtenues étaient capables de phagocytose, qui est une des caractéristiques des 
cellules macrophagiques et non pas érythroblastiques. L'apoptose observée dans les 
cellules myéloïdes provenant seulement de poussins d'un jour suite aux infections 
virales suggère que ces cellules précurseures perdent rapidement leur permissivité à 
l'infection puisque l'apoptose n'était plus détectable chez des cellules en provenance 
de poussins de 7 jours. Aussi, il est possible de penser que les cellules-cibles 
myéloïdes pour le virus CAV sont des cellules précurseures mais seulement à une 
certaine étape de leur processus de maturation. 
4.5 La présence de la VP3 dans les cultures de cellules infectées in vitro avec les 
virus CAV 
D'autre part, afin de vérifier si les effets observés dans les différentes cultures 
de cellules infectées in vitro par les souches de virus pouvaient être reliés à la 
réplication virale mais surtout à la production d'apoptine (VP3), nous avons effectué 
l'amplification de l'ADN codant pour l'apoptine par PCR. Ainsi, nous avons 
remarqué que les échantillons contenant des cellules de thymus, de rate et de moëlle 
osseuse, ayant été infectées, lavées et ré-incubées, ont donné une réponse positive 
pour la présence d'ADN viral codant pour l' apoptine. Ces expériences suggèrent que 
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dans toutes les cultures infectées, la présence d'apoptose peut au moins être due à la 
production d' apoptine et à la replication virale. Nous n'avons pas identifié le 
phénotype de la ou des cellules infectées au cours de ce travail car le but était 
d'évaluer les modifications dans les populations de cellules immunes suite à la 
présence de virus quelque soit le mécanisme directement ou indirectement impliqué. 
Quoique les études antérieures sur la production virale ont été réalisées à partir de 
poussins infectés ou de cellules transformées, nos résultats montrent qu'il est possible 
de permettre la réplication virale même dans des cellules normales isolées d'organes 
lymphoïdes de poussins suite à des infections in vitro, tel qu'il a été prélablement 
montré in vivo dans des cellules de thymus, de la moëlle osseuse et de la rate (Soiné 
et al. 1993; McNulty et al. 1990; McNeilly et al. 1991). 
4.6 Le dérèglement de l'immunomodulation par l'infection in vitro des cellules 
d'organes lymphoïdes de poussins par le CAYo 
Ce travail a permis de vérifier si l'infection virale pouvait altérer certaines 
fonctions immunitaires importantes dans le développement d'une réponse antivirale. 
Ainsi, au niveau de la présentation d'antigènes, la capacité de phagocytose des 
cellules myéloïdes a été analysée. 
Les expériences réalisées avec les macrophages de moëlle osseuse de poussins 
commerciaux d'un jour infectés in vitro par le CAV ont mis en évidence une activité 
phagocytaire supérieure à celle des macrophages non-infectés. Ce résultat est 
surprenant car l'infection in vivo par le CAV entraîne une baisse de l'activité 
phagocytaire chez les macrophages de moëlle osseuse (McConnell et al. 1993a). 
Aussi, ces auteurs ont remarqué que l'infection in vitro des macrophages de la moëlle 
osseuse et de la rate entraînait aussi une baisse de la fonction phagocytaire, de la 
production d'IL-1 et de l'expression du récepteur Fc. Il est possible que le traitement 
des cellules myéloïdes par le GM-CSF en présence d'IL-7 ait sensibilisé les 
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macrophages myéloïdes à une action activatrice reliée à la réplication virale. De plus, 
la présence d'ADN viraux présents dans la suspension virale aurait pu interagir avec 
les récepteurs Toll et activer la phagocytose via l'activation du NF-kB (Shiratsuchi et 
al. 2004). D'autre part, McConnell et al. (1993) ont vérifié le niveau de phagocytose 
des macrophages après une période de 48hrs d'infection alors que nous les avons 
stimulés durant une période plus longue. Aussi, la concentration virale utilisée par ces 
auteurs était plus élevée que la nôtre. 
Cependant, il nous a été possible d'observer que l'ajout de LPS entraînait un 
effet synergique chez les macrophages infectés, car ils phagocytaient davantage de 
billes (2, 3 et plus). Il a déjà été rapporté que l'utilisation du LPS entraîne un effet 
activateur chez les macrophages (Qureshi et al. 1994). Il serait donc possible que 
l'infection in vitro des cellules de moëlle osseuse ait un effet stimulateur sur l'activité 
phagocytaire des macrophages via les récepteurs Toll comme le fait le LPS. Par 
contre, cet effet stimulateur n'a été observé qu'avec la souche virulente CUX-1 et non 
pas la souche CIA-1, suggérant que la souche CIA-1 entraînerait plus d'apoptose 
diminuant ainsi la phagocytose des cellules myéloïdes ou, au contraire, serait 
incapable de stimuler les macrophages myéloïdes. Les résultats sur les niveaux 
d'apoptose observés chez les cellules myéloïdes vont à l'encontre de la première 
possibilité, suggérant que l'atténuation de la souche CIA-1 pourrait être en relation 
avec une diminution de stimulation de la phagocytose des macrophages asociée à une 
faible apoptose. 
Dans un deuxième temps, nous avons vérifié si les cellules lymphoïdes 
pouvaient adéquatement répondre à une stimulation en présence des virus. Ainsi, les 
résultats obtenus par les niveaux de transformation blastique des lymphocytes suite à 
la stimulation par la ConA ont montré que le virus CUX-1 stimulait légèrement les 
thymocytes en absence de ConA, mais cet effet était marqué en présence de ConA. 
Nous avons observé ces effets de réponse blastogénique malgré le fait que les cellules 
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de thymus, de moëlle osseuse et de rate de poussins de moins de 10-14 jours, sont 
connues pour ne pas répondre très bien à la stimulation par le ConA (Kilne et Sanders 
1980; Cloud et al. 1992b). D'ailleurs, les 10 premiers jours après l'éclosion du 
poussin correspondent à la période où les poussins sont le plus susceptibles à 
plusieurs agents infectieux (Rosenberg et Cloud 1989b). 
Par contre, une réponse blastogénique a été montrée lors d'infections in vivo 
par Cloud et al. (l992b) car les lymphocytes du sang périphérique récoltés chez des 
poussins après 14 jours d'inoculation avec le CAV répondaient très peu à la 
stimulation par la ConA comparée aux poussins non-inoculés. Cette tendance à 
également été observée chez la rate jusqu'au lSe jour post-inoculation. À partir de ce 
moment, la capacité des lymphocytes à répondre à la ConA se replaçait 
graduellement et finalement la transformation blastique devenait supérieure chez les 
cellules provenant de poussins inoculées par rapport à celles des poussins non­
inoculés (Cloud et al. 1992b). 
Les lymphocytes stimulés peuvent produire des cytokines importantes pour le 
dévelopement adéquat d'une réponse antivirale cellulaire et humorale. Nous savons 
que l'IFN-y est principalement produit par les cellules T auxialires (Th1), T CD8+ et 
NK (Jeurissen et al. 2000a). Nous avons observé très peu de production d'IFN-y par 
les thymocytes provenant de poussins SPF d'un jour et les virus CAV n'ont pas ni 
augmenté, ni diminué cette production. Cependant, chez les cellules de rate de 
poussins SPF d'un jour, quoique la sécrétion de l'IFN-y ait été plus élevée que celle 
observée dans le thymus, l'infection par le CAV n'induit aucune variation. Par 
ailleurs, chez les poussins SPF de 7 jours dont la sécrétion de l'IFN-y était plus élevée 
que celle observée chez les poussins SPF d'un jour à permis d'observer que 
l'infection in vitro par le CAV des thymocytes après 72 heures a entraîné une baisse 
de la sécrétion d l'IFN-y. Cette diminution de production d'INF-y par les lymphocytes 
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peut être mise en relation avec la diminution des lymphocytes cytotoxiques 
puisqu'aucune baisse importante des cellules NK ou des lymphocytes CD4 n'a été 
observée dans les cellules infectées in vitro. Il est fort possible que cette diminution 
d'IFN-y soit corrélée au manque de réponse des cellules de rate des poussins infectés 
au CAV à la stimulation par la ConA (Adair et al. 1991). Par contre, chez les 
lymphocytes de rate la sécrétion de l'IFN-y ne semble pas être affectée par l'infection 
virale, même s'il est possible d'observer une tendance à la baisse de sa sécrétion. 
Cette baisse dans la sécrétion de l'INF-y peut favoriser le développement de 
l'infection virale dans le thymus, car il a été observé que la production de l'INF-y par 
les cellules de rate chez les poussins infectés in vivo augmentait jusqu'à 8 jours post­
infection, mais qu'elle est ensuite inhibée vers les ISe, 22e et 2gejours post-infection 
suggérant que l'infection virale pouvait graduellement entraîner la perte des cellules 
productrices d'INF-y, favorisant ainsi la persistance du virus (Adair et al. 1991). 
Le TGF-~ a une influence immunomodulatrice dans la progression du cycle 
cellulaire des lymphocytes avec des effets inhibiteurs sur les lymphocytes matures et 
stimulateurs chez les lymphocytes immatures (Peters et al. 2003). Nos résultats 
montrent que l'infection in vitro par le CAV n'a eu aucun effet sur la production du 
TGF-~ par les lymphocytes de moëlle osseuse, du thymus ou de la rate. Pourtant, il a 
été démontré que l'infection in vivo par le CAV de poussins, entraînait une 
destruction des thymocytes CD4+CD8+ et des splénocytes CD8+ et, par conséquent, 
une baisse de la réponse mitogénique et de la production du TGF-~ par les 
splénocytes de poussins de 8 à 15 jours post-infection (Markowski-Grimsurd et Schat 
2003). 
L'INF-y et le TGF-~ jouent un rôle majeur dans la maturation des thymocytes. 
Le TGF-~ est une des premières cytokines exprimées par les cellules très immatures 
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(CD3-) chez l'embryon de 14 jours alors que l'lNF-y est produit par les thymocytes 
embryonnaires de 18 jours jusqu'à 1 jour après l'éclosion (Mukamoto et Kodama 
2000; Peters et al. 2003). Le fait que seul l'INF-y est affecté par l'infection virale 
suggère, encore une fois, que les cellules-cibles immatures devraient exprimer le CD3 
(qui produit peu de TGF-~) mais assez matures pour produire de l'INF-y. 
4.7 Processus pathogéniques des infections avec la souche virulente CUX-l et la 
souche atténuée CIA-l. 
L'utilisation de deux souches, l'une étant reconnue comme virulente (CUX-l) 
et la seconde, comme atténuée (ClA-l) nous permet de mieux identifier les anomalies 
des cellules immunitaires principalement responsables des aspects pathogéniques de 
l'infection par le CAYo Nous avons observé que la souche CUX-l entraîne un peu 
plus d'apoptose précoce des thymocytes, des lymphocytes spléniques et des cellules 
myéloïdes que la souche atténuée ClA-l. Aussi, la souche CUX-l a augmenté plus 
fortement le niveau de phagocytose des cellules myéloïdes en culture. La souche 
CIA-l est un isolat du champ qui se différencie de la souche de référence CUX-l par 
son incapacité à se repliquer dans les lignées cellulaires normalement permissives 
pour les virus. Cet isolat, par contre, se replique dans les cellules MDCC-MSBI 
(Renshaw et al. 1996). Il se différencie de la souche CUX-l par un retard important 
dans la production de la VP3 (apoptine) et par une diminution dans la production de 
virus infectieux mais seulement à partir de 5 jours de culture. Cette souche possède 
des modifications mineures au niveau de l'acide aminé 153 de la VP3 et aussi du 
ClI8 de la VP3, affectant ainsi la localisation nucléaire de la VP3. La VP3 de la 
souche CIA-l est peu présente dans le noyau et est absente des corps apoptotiques 
(Renshaw et al. 1996). L'analyse de la présence de la VP3 par PCR semble 
confirmer ces observations, puisque l'intensité des bandes est généralement plus 
faible dans les cellules infectées avec la souche ClA-l qu'avec la souche CUX-l et 
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ce, pour des niveaux d'infection comparables et pour 72 hrs seulement. Il a été 
montré que pour une période de 3 jours, la différence de comportement de la souche 
CIA-I par rapport à la souche CUX-I n'est pas encore détectable (Renshaw et al. 
1996). Par contre, Yamaguchi et al. (2001) ont montré que la pathogénicité de 
souches atténuées de CAV pouvait aussi dépendre de la modification du résidu 394 
de la VP 1 mais ces auteurs n'ont pas comparé leurs souches atténuées à la souche 
CIA-l. 
L'utilisation de ces deux souches nous a permis de montrer que, malgré que la 
souche CIA-I présente une moins grande capacité à induire l'apoptose, les sous­
populations lymphocytaires affectées par l'infection demeurent à peu près les mêmes 
qu'avec la souche CUX-1, suggérant qu'une modification dans l'apoptine peut 
influencer le niveau de pathogénicité de la souche en diminuant l'apoptose des 
cellules et, indirectement en diminuant le niveau d'immunosuppression potentielle 
mais sans affecter la nature de la cellule-cible. 
L'infection par le virus CAV in vivo de poussins entraîne généralement une 
forte anémie et lymphopénie causant des dérèglements de l'inununomodulation 
permettant ainsi les infections secondaires qui finissent la plupart du temps à 
entraîner la mort du poulet (Adair et al. 2000). L'hypothèse soutenue par la plupart 
des chercheurs est que le CAV cible les cellules précurseures de la moëlle osseuse et 
du thymus chez les jeunes poussins empêchant ainsi le développement et la 
différenciation des cellules des lignées myéloïdes, mais aussi lymphocytaires (Adair 
et al. 2000). En effet, nous avons observé que le virus CAV cible in vitro les cellules 
précurseures chez les jeunes poussins, particulièrement celles donnant naissance aux 
cellules T cytotoxiques. Cependant, ces baisses observées pourraient être directement 
reliées à l'apoptose, car nous avons montré la présence de la réplication virale, une 
diminution de l'expression du CD8 et une faible réponse blastogénique, suggérant 
une diminution des thymocytes. Quoique les deux souches de virus aient montré les 
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mêmes effets mais à des niveaux différents, nous n'avons constaté aucune variation 
dans la sécrétion du TGF-~ au contraire de l'IFN-y qui a été diminuée par la souche 
CUX-1. Les lymphocytes CD8+ sont nécessaires dans le processus du 
développement de la réponse cellulaire antivirale car, une fois activés, ils peuvent 
sécréter de l'IFN-y (Jeurissen et al. 2000). Par contre, la baisse de cellules T 
immatures, mais aussi des cellules T auxiliaires dans le thymus peut aussi entraîner 
une diminution de la sécrétion de l'IFN-y, tel qu'observé chez les poussins SPF de 7 
jours, ce qui porte à croire que cette perte de lymphocytes T auxilaires aurait aussi un 
effet sur le développement efficace d'une réponse cellulaire anti-virale. 
D'autre part, les poussins SPF de 7 jours sont plus matures et nous avons 
observé que les cellules immunes y étaient présentes en plus grand nombre que chez 
les poussins SPF d'un jour. La résistance à l'infection par le CAV augmente avec 
l'âge du poussin de telle sorte que dès 3 semaines, les poussins ne font plus de signes 
cliniques (Notebom et Koch 1995). Ceci est fort probablement dû à une plus grande 
maturation des cellules de la moëlle osseuse et du thymus qui arrivent à coloniser la 
rate et les ganglions lymphatiques. Malgré cette résistance, le virus peut persister 
dans le thymus plusieurs semaines après l'infection mais les mécanismes favorisant 
cette persistance ne sont pas connus (Notebom et Koch 1995). Cependant, dans la 
rate ce sont les lymphocytes T cytotoxiques qui sont affectés par l'infection par le 
CAV, les mêmes cellules qui sont nécessaires à la détection des cellules infectées 
exprimant des antigènes viraux à leur surface par le CHM-I (Jeurissen et al. 2000). 
D'autre part, nous avons montré que les lymphocytes B n'étaient pas affectés 
par l'infection par les souches de CAV alors qu'in vivo, les anticorps anti-CAV 
apparaissent tardivement lorsque les poussins sont infectés à 1 jour d'âge (2 à 3 
semaines) alors que la séroconversion est normale (4 à 7 jours) lorsque les poussins 
plus âgés sont infectés (Hoop et Reece 1991). Cela suggère que le mécanisme de la 
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réponse humorale via les lymphocytes CD4+ auxiliaires serait aussi affecté même si 
les CD4+ ne sont pas encore considérés comme une cellule-cible. 
Ainsi, les conséquences de l'infection virale et de l'apoptose induite par le 
virus sur l'efficacité de la réponse immune chez le jeune poussin dépendent autant de 
la souche virale que de la nature de ou des sous-populations de cellules-cibles 
lymphoïdes ou myéloblastiques et du niveau de maturité immunologique du poussin. 
CONCLUSIONS 
Au cours de ce travail, nous avons tenté de montrer in vitro que les effets 
immunosuppresseurs associés à l'infection par le virus CAV selon les études in vivo 
pouvaient être en partie expliqués par les effets directs de l'infection virale via 
l'apoptose sur des populations lymphocytaires cibles. Nous avons montré que la 
différence de pathogénicité de deux souches du CAV était reliée au niveau 
d'apoptose des cellules myéloïdes en culture et des thymocytes induite par l'infection 
virale, même sur une période de 3 jours d'incubation seulement. Aussi, nous avons 
observé que les cellules précurseures qui étaient les plus affectées par ces virus ne 
possédaient pas le TCR-y8 mais exprimaient fortement au moins les marqueurs CD3 
et CD8. L'apoptose de ces thymocytes entraînait aussi une expression plus faible de 
ces marqueurs cellulaires en plus de montrer des caractéristiques cytofluorométriques 
de cellules apoptotiques. Aussi, des baisses fonctionnelles des thymocytes n'ont pas 
été clairement mises en évidence. Par contre, les effets suppresseurs des cellules 
myéloïdes cultivées en présence de GM-CSF ont été plutôt mitigés et, au contraire, 
une stimulation de la phagocytose a été observée. Nos résultats montrent qu'il est 
possible maintenant d'étudier les mécanismes viraux responsables de cette 
suppression lymphocytaire directement in vitro même sur une courte période. 
Graêe à de nouvelles approches sur la culture de cellules-souches et des facteurs 
de maturation, il sera possible de mieux identifier la ou les cellules-cibles qui sont 
responsables du développement des symptômes cliniques et de sélectionner des 
souches virales montrant un plus faible tropisme pour ces cellules. Aussi, il sera 
possible, en comprenant mieux le processus de maturation des cellules thymiques et 
myéloïdes du poussin, de favoriser une maturation plus rapide de ces cellules chez le 
poussin d'un jour afin de le rendre plus résistant à l'infection. Des travaux plus 
fondamentaux pourront être continués sur l'approche développée par notre travail 
afin de modéliser l'infection des thymocytes et des cellules myéloïdes normales en 
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provenance de POUSSlllS de différents âges et conditions et de comprendre les 
mécanismes par lesquels ce virus induit des désordres cellulaires. Ainsi, nous 
pourrons être en mesure de mieux sélectionner les souches atténuées qui pourraient 
servir de vaccins ainsi que de trouver de nouvelles thérapies immunomodulatrices 
pouvant empêcher l'immunosuppression chez le poussin et réduire les infections 
secondaires fatales. 
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